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Die Paratuberkulose (auch John’sche Krankheit) ist eine weltweit verbreitete 
chronisch–progressive, infektiöse, nicht heilbare Darmerkrankung der Haus– und 
Wildwiederkäuer, die durch Mycobacterium avium ssp. paratuberculosis (MAP) 
hervorgerufen wird. Neben dem Tierverlust bedeutet eine Infektion mit dem Erreger 
hohe wirtschaftliche Einbußen infolge eines Milchleistungsrückganges und einer 
erhöhten Anfälligkeit gegenüber anderen Erkrankungen durch Schwächung des 
Immunsystems der Tiere. Zudem kann ein zoonotisches Potenzial des Erregers nicht 
sicher ausgeschlossen werden, eine Beteiligung am Morbus Crohn des Menschen 
wird diskutiert. Aus diesen Gründen werden in verschiedenen Ländern Maßnahmen 
zur Bekämpfung dieser Krankheit auf freiwilliger oder verpflichtender Basis ergriffen. 
In Deutschland ist die Paratuberkulose seit 1970 meldepflichtig ohne jedoch staatlich 
bekämpft zu werden. In einigen Bundesländern gibt es freiwillige Sanierungs–
programme. So können seit dem Jahr 2003 in Thüringen die Betriebe am „Programm 
zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den Rinderbeständen Thüringens“ 
teilnehmen. Diagnostische Untersuchungen zur Erkennung der mit MAP infizierten 
Tiere werden durch Beihilfen der Thüringer Tierseuchenkasse unterstützt. Im 
Mittelpunkt der Bekämpfungsmaßnahmen stehen Hygiene– und Management–
maßnahmen zur Verhinderung der Infektion hochempfänglicher Jungtiere sowie eine 
regelmäßige Diagnostik mit schnellstmöglicher Elimination von Ausscheidern. Eine 
Paratuberkulose–Sanierung erweist sich als langwierig. Erst nachdem über mehrere 
Jahre in regelmäßigen Untersuchungen der Erreger nicht mehr nachgewiesen 
wurde, kann eine Herde als Paratuberkulose–unverdächtig bezeichnet werden. 
Da klinische Symptome erst nach einer langen, über mehrere Jahre andauernden 
subklinischen Krankheitsphase sichtbar werden und in der modernen Milch–
produktion zahlreiche Tiere das dafür erforderliche Alter nicht erreichen, wird die 
Paratuberkulose im betroffenen Bestand häufig lange Zeit nicht offenkundig. Da 
infizierte Tiere jedoch im Verlauf der Krankheit einer allgemeinen Schwächung mit 
Leistungsminderungen unterliegen, gilt es eine verstärkte Sensibilisierung der 
Landwirte gegenüber der verlustreichen Krankheit zu erreichen. Um eine breitere 
Beteiligung an dem gegenwärtig noch freiwilligen Bekämpfungsprogramm zu 
erreichen, könnte eine einfach durchzuführende Einstiegsuntersuchung motivierend 
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wirken. Die bis zum Jahr 2007 dazu im Thüringer Bekämpfungsprogramm 
vorgesehene serologische Einzeltieruntersuchung hat sich auf Grund ihrer 
unzureichenden Sensitivität und Spezifität nicht bewährt. Daher erfolgte im Jahr 2008 
eine Umstellung der Paratuberkulose–Diagnostik auf die kulturelle Untersuchung von 
Einzeltierkotproben des gesamten Bestandes, die eine höhere diagnostische 
Sensitivität aufweist. Diese bedarf jedoch eines höheren Zeit– und Kostenaufwandes 
zur Aufbereitung und Inkubation der Proben. 
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, weitere Screening–Methoden zu prüfen, um auf 
einfachere und kostensparendere Weise mit ausreichender statistischer Sicherheit 
festzustellen, ob der Erreger der Paratuberkulose in einer Herde vorhanden ist oder 
nicht. Dazu wurden zwei auf dem kulturellen Erregernachweis beruhende Verfahren, 
die Untersuchung individueller Kotproben auf der Basis von Stichproben und die 
Untersuchung von Umgebungskotproben, einem serologischen 
Untersuchungsansatz, dem Nachweis von MAP–Antikörpern nach Aufkonzentrierung 
in gepoolten Einzelmilchproben gegenübergestellt. Diese dienten dabei auch als 
Modell für eine Tankmilchuntersuchung in Milchviehherden mit einer Größe von bis 
zu 50 laktierenden Kühen. 
Ausgehend von der Annahme, dass die Detektion betroffener Herden von der 
Einzeltierprävalenz innerhalb der Herde abhängt, galt es insbesondere festzustellen, 
ab welcher Einzeltierprävalenz die geprüften Methoden zur Erkennung der Herde als 
MAP–positiv führen. Dieses Detektionslimit ist maßgeblich für die Entscheidung, ob 
der jeweilige Untersuchungsansatz in Studien zur Ermittlung des Anteils MAP–
positiver Herden in einem bestimmten Territorium zu einem bestimmten Zeitpunkt 






2.1.1 Wirtschaftliche Aspekte der Erkrankung 
Die Paratuberkulose ist eine der bedeutendsten Erkrankungen in der Rinderhaltung. 
Haupteinbußen entstehen durch eine verringerte Milchmenge (HUTCHINSON 1996, 
NIELSEN et al. 2009a), sowie einer verschlechterten Milchqualität im Vergleich zu 
nicht erkrankten Tieren (HENDRICK et al. 2005b). Weitere Einbußen werden durch 
verminderte Schlachtausbeuten (KUDAHL und NIELSEN 2009), ein erhöhtes 
Mastitisrisiko (MCKENNA et al. 2006a) und eine geschmälerte Fertilität (MARCÉ et 
al. 2009) verursacht. Nach OTT et al. (1999) beträgt der wirtschaftliche Verlust einer 
Kuh in einem Paratuberkulose–Bestand 97 US$ pro Jahr im Vergleich zu einem 
Paratuberkulose–freien Bestand. Bei Betrieben mit deutlicher klinischer Manifestation 
der Erkrankung ermittelten die Autoren einen jährlichen wirtschaftlichen Verlust von 
245 US$ pro Kuh. Diese hochprävalenten Herden produzierten 748 kg weniger Milch 
pro Kuh und Jahr und hatten eine erhöhte Merzungsrate. Die Autoren ermittelten für 
die amerikanische Milchwirtschaft Ertragseinbußen infolge verminderter Produktivität 
in Höhe von 200 bis 250 Millionen US$ pro Jahr beziehungsweise von 22 bis 27 US$ 
pro Kuh und Jahr. RAIZMAN et al. (2009) gaben an, dass eine Kuh mit kulturell 
nachgewiesenem Paratuberkulosebefund 1,3 kg weniger Milch pro Tag produzierte 
und ein dreifach erhöhtes Abgangsrisiko hat; nicht gemerzte MAP–positive Tiere 
kosteten den Betrieb 155 US$ pro Laktation. 
2.1.2 Zoonotisches Potential 
Die Paratuberkulose entwickelt auch eine steigende Aufmerksamkeit im humanen 
Verbraucherschutz. Eine Beteiligung an Human–Erkrankungen, wie z.B. Morbus 
Crohn kann nicht sicher ausgeschlossen werden (BÜLTE et al. 2005, GILL et al. 
2011). Ein Zusammenhang zwischen der bovinen Paratuberkulose und dem Morbus 
Crohn des Menschen wird durch Parallelen in der Krankheitssymptomatik, ähnlichen 
histopathologischen Befunden und dem Nachweis von MAP bei Morbus Crohn–
Patienten begründet (UZOIGWE et al. 2007). In einer Metaanalyse von 18 Fall–
Kontroll–Studien konnten FELLER et al. (2007) in 16 Studien eine erhöhte Prävalenz 
von MAP bei Patienten mit Morbus Crohn im Vergleich zu Kontrollen feststellen. 
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Tierpfleger indischer Ziegenherden mit vorliegenden Paratuberkulose–befunden 
wurden beim Auftreten gastrointestinalen Störungen auf das Vorliegen von MAP 
untersucht. Bei 50 % der Tierpfleger wurde ein positiver kultureller Nachweis von 
MAP geführt (SINGH et al. 2011).  
Eine neuseeländische Studie wies MAP in Skelettmuskulatur und Blut exponierter 
Mutterschafe nach und verwies auf die Gefahr einer potentiellen oralen Infektion 
beim menschlichen Verzehr des Fleisches (SMITH et al. 2011b). BOULAIS et al. 
(2011) gelang der Nachweis des Erregers in Rohmilchproben. Auch durch 
Hitzebehandlung (Pasteurisieren) lässt sich der Erreger nicht zuverlässig abtöten 
(CERF et al. 2007, PATEL und SHAH 2011). Die initiale Menge des Erregers hat 
Einfluss auf dessen erfolgreiche Abtötung während des Pasteurisationsvorganges 
(ELTHOLTH et al. 2009). 
Auch ein Zusammenhang mit der humanen Multiplen Sklerose wird diskutiert. Eine 
auf Sardinien durchgeführte Studie ermittelte in 42 % der an Multipler Sklerose 
erkrankten Patienten ein Vorkommen von MAP–DNA und eine signifikante humorale 
Immunantwort der Multiple Sklerose Patienten gegen das MAP–Protein MAP 2694 
(COSSU et al. 2011). 
 
2.2 Verbreitung 
Seit der Erstbeschreibung beim Rind um 1895 wurde eine weltweite Verbreitung der 
Erkrankung Paratuberkulose, der klinischen Erscheinungsform des Erregers MAP, 
belegt (LOMBARD 2011). Auch kleine Wiederkäuer (STEHMAN 1996) und 
Wildwiederkäuer erkranken. Der Erreger wurde beispielsweise aus Elchen 
(CRAWFORD et al. 2006), Lamas (SALGADO et al. 2009), Rehen (PIETERSE et al. 
2010) und Damwildhirschen (BALSEIRO et al. 2008) isoliert. Auch in Nicht–
Wiederkäuern wie Hunden, Katzen, Waschbären, Gürteltieren und Opposums wurde 
das Vorhandensein von MAP nachgewiesen (CORN et al. 2005, GLANEMANN et al. 
2008). Laut Weltorganisation für Tiergesundheit (OIE) existieren Berichte zum 
Vorkommen von Paratuberkulose in Nord– und Südamerika, Europa, Afrika, Asien 
und Australien (Abbildung 1). 
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Es liegen Prävalenzstudien aus zahlreichen Ländern vor. Unterschiedliche 
Diagnoseverfahren verhindern jedoch einen direkten Vergleich. Die Studien 
unterscheiden sich in der betrachteten Prävalenz. So kann eine Einzeltierprävalenz 
(Anzahl der zum Untersuchungszeitpunkt erkrankten Einzeltiere der untersuchten 
Stichprobe) von einer Herdenprävalenz (Anzahl MAP–positiver Herden im Verhältnis 
zu den untersuchten Herden der Studie) unterschieden werden. 
 
 
Abbildung 1: Verbreitung der Paratuberkulose im Zeitraum Juli bis Dezember 2011 
        Quelle: World Organisation for Animal Health 10.6.2012 
2.2.1 Verbreitung außerhalb Europas 
Im Rahmen freiwilliger Kontroll– und Bekämpfungsmaßnahmen in einigen 
Bundesstaaten der Vereinigten Staaten und in Kanada wurden Daten zur 
Verbreitung der Paratuberkulose erhoben. Bei 35 % der 226 teilnehmenden Betriebe 
einer kanadischen Studie wurden MAP–Antikörper unter Verwendung von Einzel–
Milch–ELISAs detektiert (SORGE et al. 2011). Ähnliche Ergebnisse wurden durch 
HENDRICK et al. (2005a) erzielt: 30 % der an der Studie teilnehmenden 50 Herden 
aus Ontario waren serologisch MAP–positiv, hier betrug die Einzeltierprävalenz 
2,6 %. Bei Schlachttieren aus Milchviehbeständen in Ostkanada und Maine wurden 
16,1 % der 984 Tiere durch histologische und bakterielle Kultivierung als MAP–
positiv identifiziert (MCKENNA et al. 2004). RAIZMAN et al. (2011a) betrachteten 
66 Milchviehherden in Minnesota mit einer Herdengröße von durchschnittlich 
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222 Tieren (Minimum: 44 Tiere; Maximum 1500 Tiere). Die kulturelle Untersuchung 
von gepoolten Kotproben aus 100 Tieren je Bestand ergab eine Einzeltierprävalenz 
von 10 %. 39 % der bei einer Studie in Utah genommenen Tankmilchproben waren 
MAP–positiv (WILSON et al. 2010). Von 4990 Rindern aus 158 Milchviehbetrieben 
im Bundesstaat Wisconsin waren 4,79 % der Rinder und 50 % der Betriebe 
serologisch positiv (COLLINS et al. 1994). In Missouri konnte unter Verwendung 
einer blutserologischen ELISA–Untersuchung eine Einzeltierprävalenz von 8 % (+/–
 3 %) bei Milchrindern und 5 % (+/– 2 %) bei Fleischrindern festgestellt werden. 74 % 
der Milchrinderherden beziehungsweise 40 % der Fleischrinderherden waren 
betroffen (THORNE und HARDIN 1997). Eine staatenübergreifende Studie in den 
USA wies im Jahr 2000 3,4 % der Rinder und 21,6 % der Milchviehherden mittels 
blutserologischer ELISA–Diagnostik eine Infektion mit MAP nach (WELLS und 
WAGNER 2000). 
Mexiko hat eine unbekannte Paratuberkulose–Prävalenz und bisher auch noch kein 
entsprechendes Kontrollprogramm. Das Vorhandensein von MAP wurde in einer 
Studie in 100 % der aus 14 Rinder– und 3 Ziegenherden entnommenen Tank–
milchproben aufgezeigt (FAVILA–HUMARA et al. 2010). In Brasilien wurde der 
Erreger in 3,6 % der 222 entnommenen Milchproben nachgewiesen, wenngleich der 
Erreger nur als selten vorkommend eingestuft wird (RISTOW et al. 2007, 
CARVALHO et al. 2009). PAOLICCHII et al. (2003) berichten bei Milch– und 
Fleischrindern in Argentinien von einer „hohen“ Prävalenz. HOLZMANN et al. (2004) 
werteten Berichte einer argentinischen Herdengesundheitsdatenbank aus und 
stellten einen Anstieg der jährlichen Neuerkrankungsrate von 0,7 % im Jahr 1993 auf 
10,3 % im Jahr 2001 fest. 
In Marokko und Südafrika ist das Vorkommen von MAP bei Schafen beschrieben 
(BENAZZI et al. 1996, MICHEL und BASTIANELLO 2000). In Kenia wurde der 
Antikörper gegen den Erregern bei Kamelen und Ziegen nachgewiesen (PALING et 
al. 1988). Im Ägypten konnten bei einer Studie 75 von 160 untersuchten Rindern als 
MAP–positiv identifiziert werden (SALEM et al. 2005). 
In Japan wurde nach dem Jahr 1997 in 1105 Betrieben das Auftreten von 
Paratuberkulose registriert (KOBAYASHI et al. 2007). Bei in Nordindien untersuchten 
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86 Rinder–, 34 Büffel–, 25 Ziegen– und 26 Schafproben wurden 55 % der Tiere 
mittels PCR (IS900) als MAP–positiv beschrieben (KAUR et al. 2011). 
2.2.2 Verbreitung in Europa 
NIELSEN und TOFT (2009b) führten eine kritische Auswertung veröffentlichter 
Prävalenzen aus europäischen Mitgliedsstaaten zwischen den Jahren 1990 und 
2007 durch. Dabei ermittelten die Autoren eine korrigierte Einzeltierprävalenz 
(aufgetretene Prävalenzen korrigiert mit den Eigenschaften der verwendeten 
Testmethoden) von schätzungsweise 20 % und mindestens 3 bis 5 % in einzelnen 
Ländern. Kein europäisches Land veröffentlichte eine Paratuberkulosefreiheit. 
Mindestens 50 % der europäischen Herden sind nach NIELSEN und TOFT (2009b) 
mit MAP infiziert. POZZATO et al. (2011) ermittelten mittels verschiedener ELISA–
Testsysteme eine Herdenprävalenz von 48 % bis 65 % in den zwei norditalienischen 
Regionen Lombardei und Venetien. Nach BIHRMANN et al. (2012) schwankt in 
Dänemark das Auftreten der MAP–Antikörpern territorial. Nach STERNBERG 
LEWERIN et al. (2007) hat Schweden eine geringe Erkrankungsrate mit nur 53 
infizierten Herden im Zeitraum zwischen 1993 bis 2005. In Slowenien untersuchten 
OCEPEK et al. (2009) 38 374 Rinder in 6 780 Herden im Alter von über zwei Jahren 
serologisch auf das Vorhandensein von Antiköpern gegen MAP. 228 Tiere (0,59 %) 
beziehungsweise 188 Herden (2,77 %) hatten im IDVet ELISA positive 
Antikörperreaktionen gegen den Erreger. DIÉGUEZ et al. (2007) untersuchten 
61 069 Rinder im Alter von mindestens einem Jahr aus 2 735 Herden in Nordwest 
Spanien (Galizien). Die Autoren wiesen bei 10,7 % der Milchviehbetriebe, bei keinem 
der Fleischviehbetriebe und bei 2,7 % der gemischten Betriebe (sowohl Milchrinder, 
als auch Fleischvieh) mindestens bei einem untersuchten Tier der Herde eine 
positive Antikörperreaktion gegen den Erreger nach. In Irland untersuchten 
O´REILLY et al. (2004) 389 Tankmilchproben und 357 kommerziell erhältliche 
pasteurisierte Milchproben und wiesen bei 50 Tankmilchproben (12,9 %) und bei 35 
der pasteurisierten Milchproben (9,8 %) MAP–DNA durch das Verfahren der 
ImmunoMagneticSeparations–PCR nach. MUSKENS et al. (2000) untersuchten 378 
niederländische Herden im ELISA. Bei 207 Herden (55 %) ermittelten die Autoren bei 
mindestens einem Tier einen positiven Antikörpernachweis gegen den Erreger der 
Paratuberkulose. Die Autoren kalkulierten die Einzeltierprävalenz auf 2,7 % bis 6,9 % 
und die Herdenprävalenz auf 31 % bis 71 %. CETINKAYA et al. (1998) ermittelten 
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durch eine Befragung von 3772 Milchviehbetrieben in England und entlang der 
Grenzen zu Wales in den Jahren 1984 bis 1993 eine vergleichsweise niedrige 
Herdenprävalenz von 1,3 % bis 4,9 %. 
2.2.3 Verbreitung in Deutschland 
In Baden–Württemberg, Bayern, Brandenburg, Niedersachsen, Nordrhein–
Westfalen, Saarland, Sachsen und Thüringen existieren freiwillige 
Bekämpfungsprogramme. Allerdings gelten national uneinheitliche Richtlinien 
bezüglich diagnostischer Methoden, so dass ein Vergleich der Daten nicht verlässlich 
ist. Es ist davon auszugehen, dass nur ein kleiner Teil der Infektionen erkannt und 
über das amtliche Tierseuchen–Nachrichten–System gemeldet wird. Das entspricht 
möglicherweise nicht der realen Verbreitung (KÖHLER et al. 2003), so dass die 
wahre Prävalenz der Paratuberkulose auf Einzeltier– und Herdenebene in 
Deutschland nicht bekannt ist (KÖHLER und MÖBIUS 2011). Gleichwohl wurden in 
Deutschland verschiedene epidemiologische Studien auf regionaler Ebene 
durchgeführt. 
HACKER et al. (2004) untersuchten 2997 Serumproben aus 59 Rinderherden in 
Mecklenburg–Vorpommern auf das Vorhandensein von MAP–Antikörpern, dabei 
zeigten 84,7 % der Betriebe mindestens einen positiven Reagenten, durchschnittlich 
ergab sich eine Einzeltierprävalenz der Stichproben von 12,2 %. In Niedersachsen 
wurden bei Untersuchungen des Iliocaecal–Lymphknotens mit Hilfe einer semi–
nested IS900 PCR 17,2 % der getesteten 99 Schlachttiere als MAP–infiziert erkannt 
(MÜNSTER et al. 2011). Die mittlere Einzeltierprävalenz im Rahmen einer 
sächsischen Erhebung an 55 394 Blutproben ergab einen Anteil positiver und 
fraglicher Antikörpernachweise von 9,6 % (DONAT et al. 2005). DENZIN et al. (2011) 
ermittelten für Sachsen–Anhalt eine Prävalenz von 4,2 %. Dabei untersuchten sie 
896 Blutproben im ELISA auf das Vorhandensein von Antikörpern gegen MAP. 
Tierdichte und regionale Herkunft der Tiere fanden dabei besondere Beachtung um 
ein repräsentatives Ergebnis darzustellen. FAILING et al. (2012) untersuchten 
Einzelmilchproben hessischer Tiere mittels ELISA auf Antikörper gegen MAP und 
geben eine geschätzte Einzeltierprävalenz von < 1 % aller hessischen Milchkühe und 
eine Herdenprävalenz von nicht über circa 10 % an. Nach epidemiologischen 
Schätzungen sind in Deutschland 5 % bis 15 % der Herden infiziert (STRATMANN et 
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al. 2005). Auf Grund der unterschiedlichen Methodik sind die Ergebnisse dieser 
Studien kaum vergleichbar (KÖHLER et al. 2008b). 
In Thüringen können Betriebe seit dem Jahr 2003 am „Programm zur Bekämpfung 
der Paratuberkulose in den Rinderbeständen in Thüringen“ teilnehmen. 
Diagnostische Untersuchungen zur Erkennung der mit MAP infizierten Tiere werden 
mittels Beihilfen durch die Thüringer Tierseuchenkasse unterstützt. Im Jahr 2008 
wurden durch das Labor des Thüringer Gesundheitsdienstes 23 114 Kotproben aus 
88 Betrieben bakteriologisch auf das Vorhandensein von MAP untersucht und dabei 
eine Einzeltierprävalenz von 5 % festgestellt (DONAT 2009). Im Jahr 2010 wurden 
29 318 Kotproben aus 135 Betrieben am Labor des Thüringer Gesundheitsdienstes 
untersucht. Dabei wurde in 3,6 % der Kotproben MAP kulturell nachgewiesen (TSK 
2011).  
Die vorliegende Studie soll Wege für eine frühzeitige Erkennung von Herden mit 
infizierten Tieren aufzeigen. Nur eine Screening–Methode, die den Nachweis von 
MAP in einer Herde auf einfache und kostensparende Weise mit ausreichender 
statistischer Sicherheit erlaubt, ermöglicht den betroffenen Landwirten einen 
rechtzeitigen Einstieg in ein Bekämpfungsprogramm. 
 
2.3 Pathogenese und Klinik 
2.3.1 Erreger 
Der Erreger MAP ist ein schwach grampositives, aerobes, unbewegliches, nicht 
sporenbildendes, säure– und alkoholfestes Stäbchenbakterium mit einer Länge von 
0,3 bis 2,0 µm und einer Dicke von 0,2 bis 0,5 µm (MANNING und COLLINS 2001). 
Nach STEVENSON et al. (2002), DOHMANN et al. (2003) und GIERKE (2009) 
können drei sogenannte Biotypen nach Wirtsassoziation und Wachstumsform 
unterschieden werden. Der „ovine“ Biotyp tritt bei Schafen auf, wächst langsam in 
häufig pigmentierten, flachen und gleichförmigen Kolonien. Bei Rindern kann zumeist 
der „bovine“ Biotyp gefunden werden, welcher zumeist cremefarben bis transparent, 
klein, glatt und glänzend in nicht–pigmentierten Kolonien wächst. Ein „intermediäres“ 
Isolat kann von Schafen und Ziegen angezüchtet werden. 
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Eine widerstandsfähige Zellwand ermöglicht dem Mycobakterium eine auffallend 
hohe Resistenz gegenüber physikalischen und chemischen Noxen (TESSEMA et al. 
2001). Die Bakterien können länger als ein Jahr im Boden, auf Weideflächen und im 
Wasser bei erhaltener Infektiosität überdauern (LARSEN et al. 1956, WHITTINGTON 
et al. 2004). Nach RAIZMAN et al. (2011b) übersteht der Erreger mehrere 
Tiefgefrier– und Auftauvorgänge. Aufgrund der hohen Tenazität ist eine 
Anreicherung des Erregers in der Umgebung möglich (KÖHLER et al. 2003). Diese 
Eigenschaft kann bei der Untersuchung von Umgebungsproben genutzt werden 
(PILLARS et al. 2009a, PILLARS et al. 2009b, DONAT et al. 2011). Nach SALGADO 
et al. (2011) und RAIZMAN et al. (20011c) kann sich der Erreger durch 
unterschiedliche Witterungsbedingungen im Boden verteilen. Eine kulturelle Anzucht 
des langsam wachsenden Erregers gelingt ausschließlich auf Mycobactin–haltigen 
Nährböden (FLI 2010). 
2.3.2 Infektion und Verbreitung im Bestand 
Als Hauptinfektionsweg gilt die orale Aufnahme des Erregers. Jungtiere sind als 
besonders empfänglich gegenüber einer Infektion einzustufen (WINDSOR und 
WHITTINGTON 2010). Der Erreger wird von infizierten Tieren mit dem Kot 
ausgeschieden. Mit einem Gramm Kot infizierter Rinder werden 109 bis 1011 
Mycobakterien ausgeschieden (HOFFMANN et al. 2009). Auch die Sekretion von 
MAP über Kolostrum und Milch bildet eine potentielle Infektionsquelle. (SWEENEY 
1996). MAP hat einen obligaten Darmtropismus. Über Interaktion mit im Ileum 
ansässigen M–Zellen kann das Agens die Darmschranke passieren (SECOTT et al. 
2004). M–Zellen sind Epithelzellen, die die Peyerschen Plaques besiedeln. Durch 
Transzytose gelangen die aufgenommenen MAPs in das Stroma und werden durch 
Makrophagen aufgenommen. Effektive Schutzmechanismen erlauben einem Großteil 
der MAPs das Überleben und die Vermehrung im Makrophagen (TESSEMA et al. 
2001). Der intrazelluläre Aufenthalt ermöglicht es dem Erreger langfristig im Körper 
des Wirtes zu persistieren (VALENTIN–WEIGAND 2004, SIGURDARDÓTTIR et al. 
2005, BERMUDEZ et al. 2010). 
Neben der fäkal–oralen Kuh–Kalb–Übertragung wird eine Übertragung der 
Erkrankung in utero diskutiert. Nach ALY und THURMOND (2005) haben Kälber aus 
Muttertieren mit seropositivem Paratuberkulose–Nachweis ein 6,6fach höheres 
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Risiko auch seropositiv auf den Erreger zu reagieren, als Tiere von Paratuberkulose–
seronegativen Muttertieren. In einer Literaturrecherche von WHITTINGTON und 
WINDSOR (2009) waren 9 % der Kälber aus subklinisch infizierten Rindern und 
39 % aus Muttertieren mit klinischen Paratuberkuloseerscheinungen mit MAP 
infiziert. HINGER (2009) und KÜPPER et al. (2012) untersuchten eine mögliche 
Vererbbarkeit der MAP–Infektion. HINGER (2009) verglich dazu die genetischen 
Abstammungslinien von 4524 Deutsch Holstein Kühen aus zwölf Thüringer Betrieben 
mit der serologisch ermittelten Antikörperantwort gegenüber der MAP–Infektion. Die 
geschätzten Heritabilitäten lagen zwischen 0,05 und 0,14. KÜPPER et al. (2012) 
ermittelten eine höhere Heritabilität von 0,157 bis 0,228 bei der Untersuchung von 
11285 Herdbuchtieren aus 15 Thüringer Betrieben unter Verwendung von 
Kotkulturen. Bestände mit einer Einzeltierprävalenz von über 10 % zeigten dabei 
eine erhöhte Erblichkeit als Bestände mit einer Einzeltierprävalenz von unter 10 %. 
Der Nachweis des Erregers gelang in Uterusspülproben klinisch erkrankter 
Muttertiere (ROHDE und SHULAW 1990). SWEENEY et al. (1992b) wiesen ein 
Vorkommen des Erregers in Feten infizierter Muttertiere mit starker fäkaler 
Ausscheidung (über 70 Kolonien je Diagnosekultur) nach. 
Eine Modellstudie zur Durchseuchung in einer Herde wurde durch MARCÉ et al. 
(2011) durchgeführt: Wird ein infiziertes Tier in eine naive Herde verbracht, so kommt 
es in 66 % der Fälle zu einer Durchseuchung der Herde. Ist der Erreger persistent, 
so steigt die Einzeltierprävalenz binnen 25 Jahren auf 88 %. 
2.3.3 Krankheitsverlauf 
Es werden drei Stadien der Erkrankung beschrieben (TIWARI et al. 2006): 
1. Latenzphase 
 
Die Erkrankung beinhaltet eine zum Teil mehrere Jahre (2 bis zu 10 Jahre) 
andauernde Latenzphase. Der Erreger befindet sich im Wirt, es sind jedoch 
weder klinische Symptome feststellbar, noch lässt sich der Erreger 
diagnostisch nachweisen. Generell wird mit einer systematischen Diagnostik 
ab einem Lebensalter von 24 Monaten begonnen. PITHUA et al. (2010) 
belegte eine diagnostische Lücke im kulturellen Nachweis des Erregers bei 
Jungtieren unter einem Alter von 2 Jahren, auch wenn ein Nachweis des 
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Erregers im Färsenalter nicht ausgeschlossen ist (BOLTON et al. 2011). Nach 
WEBER et al. (2010) kann ein Nachweis des Erregers früher als im Alter von 
24 Monaten gelingen, insbesondere wenn der Betrieb einen starken 
Infektionsdruck des Paratuberkuloseerregers bietet. Auch HINGER et al. 
(2008) beschreiben einen Anstieg der MAP–Prävalenz bei Tieren im Alter von 
zwei bis drei Jahren. Dafür untersuchten die Autoren 4 524 Rinder aus 12 
Thüringer Beständen mit Prävalenzen zwischen 5 % und 36,9 %. Eine 
Diagnose kann auch am toten Tier durch Erregernachweis in der 
Darmschleimhaut oder im tributären Lymphknoten gelingen (BREES et al. 
2000). 
 
2. Subklinische Phase 
 
In der subklinischen Phase sind keine klinischen Symptome auffällig. Der 
Erreger überlebt in den Makrophagen des Wirtes (SWEENEY 2011). Nach 
TIWARI et al. (2006) ist ein Nachweis der Paratuberkulose–Erkrankung bei 
einem kleinen Teil der subklinisch infizierten Rinder möglich. Wahrscheinlich 
scheiden die Tiere auch Erregermaterial in Mengen unterhalb der 
diagnostischen Nachweisgrenze aus, so dass diese unerkannt bleiben. Die 
Ausscheidung geringer Erregermengen durch Rinder im subklinischen 
Krankheitsstadium spielt nach TIWARI et al. (2006) eine wichtige Rolle bei der 
Übertragung von Tier zu Tier. Teilweise findet auch eine Antikörperbildung 
gegen den Erreger statt, so dass die Tiere einer serologischen Diagnostik 
zugänglich sind. 
 
3. Klinische Phase 
 
Der Erreger hat sich nach Latenzphase und subklinischem Stadium soweit 
manifestiert, dass die Tiere klinische Symptome zeigen. Die Tiere verlieren 
markant an Gewicht bei erhaltenem oder vermindertem Appetit. Innerhalb von 
drei bis sechs Monaten kommt es zu profusen Durchfällen infolge 
pathognomonisch hirnwindenartig verdickter Dünndarmschleimhaut. Der Durst 
ist zumeist gesteigert und die Milchproduktion sinkt (LOMBARD 2011). Neben 
der Kultivierung von MAP aus Kotproben, ist auch ein Antikörpernachweis 
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möglich. Die Erregerstreuung durch den Kot erkrankter Tiere bildet eine 
erneute Infektionsquelle für empfängliche Jungtiere des Bestandes. Wird das 
Tier nicht gemerzt, verschlechtert sich das Allgemeinbefinden bis hin zu 
Ödembildungen infolge Proteinmangel (SWEENEY 2011) und dem 
Versterben des Tieres. Tiere in der klinischen Ausscheidungsphase sind die 
„Spitze des Eisberges“. Viele Tiere verlassen den Bestand auf Grund anderer 
Ursachen bevor sie klinische Symptome zeigen (WHITLOCK und BUERGELT 
1996).  
SWEENEY et al. (1992a) konnten experimentell ein „Passagieren“ des Erregers 
erzeugen. Oral verabreichte Dosen des Erregers waren nach wenigen Tagen aus 
dem Kot des Tieres zu isolieren, ohne dass eine Infektion des Tieres hervorgerufen 
wurde. Die dabei ausgeschiedene Erregermenge zeigte eine Abhängigkeit von der 
aufgenommenen Erregerdosis. 
 
2.4 Therapie und Bekämpfung 
In Deutschland besteht eine Meldepflicht für Paratuberkulose–Erkrankungen. Die 
Paratuberkulose–Sanierung ist zeitaufwendig (COLLINS et al. 2010, KUDAHL et al. 
2011). Die Inkubationszeit kann mehrere Jahre betragen. In dieser Zeit können sich 
erneut Tiere infiziert haben. Die Diagnostik ist zeitaufwendig. Goldstandard ist die 
kulturelle Untersuchung, das Ergebnis ist den Landwirten nach 12 Wochen 
zugänglich. 
2.4.1 Merzung infizierter Tiere 
Eine kausale Therapie ist nicht bekannt (MANNING und COLLINS 2001), eine 
symptomatische Therapie ist wenig erfolgversprechend. Aus diesem Grund sollen 
infizierte Tiere im Sinne einer Paratuberkulosesanierung der unmittelbaren 
Schlachtung zugeführt werden (LU et al. 2008, KUDAHL et al. 2011). Nach 
GROENENDAAL et al. (2003) ist die alleinige test–and–cull–Strategie jedoch nicht 




2.4.2 Management– und Hygienemaßnahmen 
In Deutschland wurden 2005 die Leitlinien für den Umgang mit der „Paratuberkulose 
in Wiederkäuerbeständen“ durch das Bundesministerium für Verbraucherschutz, 
Ernährung und Landwirtschaft erlassen, um eine einheitliche Vorgehensweise in 
Deutschland bei der Paratuberkulosebekämpfung zu erzielen. Drei Säulen bilden das 
Grundgerüst der Leitlinien (BMELV 2005): 
1. Hygienemaßnahmen zur Senkung des Infektionsdruckes 
2. Bestandsüberwachung klinisch, serologisch und bakteriologisch 
3. Bundesweite Registrierung der Paratuberkuloseverbreitung 
Neben der Merzung diagnostizierter Rinder sind strikte Management– und 
Hygienemaßnahmen einzuhalten. Speziell im Abkalbebereich ist auf konsequente 
Hygiene zu achten. Die Trennung der Abkalbebuchten in MAP–positiv und MAP–
negativ ist sinnvoll. Kälber sind unmittelbar nach der Geburt vom Muttertier zu 
trennen um Kontakt mit potentiell erregerhaltigem Kot zu vermeiden. Zuchtkälber 
erhalten kein Kolostrum aus MAP–positiven Muttertieren. Kälber von MAP–
ausscheidenden Rindern haben ein höheres MAP–Infektionsrisiko (BENEDICTUS et 
al. 2008). Personenverkehr und Arbeitsgeräte sind als Erregerträger nicht zu 
vernachlässigen. Auch landwirtschaftliche Nutzflächen sind so zu bewirtschaften, 
dass eine Erregerverschleppung minimiert wird (BMELV 2005). Kälber und Jungtiere 
sind räumlich getrennt von adulten Rindern aufzustallen. Bei Handel und Tierzukauf 
sollte neben anderen vermeintlich „wichtigeren“ Infektionskrankheiten auch der 
Paratuberkulose–Status bedacht werden. Nachkommen infizierter Tiere sind von der 
Zucht auszuschließen. Nach Möglichkeit ist eine Eigenremontierung aus 
Paratuberkulose–unverdächtigen Muttertieren anzustreben (BMELV 2005). 
NIELSEN UND TOFT (2007) identifizierten vier Risikofaktoren, die für die 
Paratuberkulose–Erkrankung eine entscheidende Bedeutung einnehmen: 
1. Rinder in Laufstallhaltungen sind anfälliger als Tiere in Anbindehaltungen 
2. Geringe Hygienemaßnahmen im Futterbereich der Kälber 
3. Abkalbebereiche mit geringer Strohmenge 
4. Große Tierdichte der Jungtiere im Alter von über 12 Monaten 
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Gute Erfolge, das heißt eine nachhaltige Senkung der Einzeltierprävalenzen, kann 
durch Einhalten der Sanierungsempfehlungen erzielt werden (BENEDICTUS et al. 
2008, FEROUILLET et al. 2009, COLLINS et al. 2010). COLLINS et al. (2010) 
führten eine Studie an neun Milchviehherden durch. Durch folgende Hygieneauflagen 
wurde die Anzahl ELISA–positiver Kühe von 11,6 % zu Beginn der Studie auf 5,6 % 
nach sechs Jahren gesenkt: 
1. Getrennte Abkalbebuchten für ELISA–positive und ELISA–negative Rinder 
2. Trennung des Kalbes binnen zwei Stunden nach Geburt vom Muttertier 
3. Verfütterung von ungepoolten Kolostrum aus ELISA–negativen Muttertieren 
4. hygienische Kolostrumgewinnung 
5. Fütterung von pasteurisierten Milchaustauscher nach dem Absetzen 
6. Reduktion des Kontakts des Kalbes mit dem Kot adulter Rinder. 
NIELSEN und TOFT (2011) untersuchten durch retrospektive Befragungen aus 
dänischen Rinderbetrieben im Jahr 2006 Einflussfaktoren des Managements auf 
einen Prävalenzanstieg MAP–spezifischer Antikörper. Einen Einfluss auf den Anstieg 
der Paratuberkuloseprävalenz zeigen folgende Kriterien: 
1. Zukauf von Tieren 
2. Merzung wiederholt seropositiver Tiere 
3. Verwendung überschüssiger Milch aus Muttertieren mit geringem MAP–Risiko 
an Färsenkälber 
Ohne Einfluss nach den Autoren hingegen bleibt die Trennung hochrisikobehafteter 
Rinder von niedrigriskanten Rindern in den Abkalbebereichen, die Reinigung der 
Abkalbeställe nachdem ein MAP–positives Rind gekalbt hat, die Entfernung der 
Kälber binnen zwei Stunden von MAP–positiven Muttertieren, die Verwendung von 
Kolostrum aus geringriskanten Rindern zur Fütterung von Färsenkälbern sowie die 
Herdengröße. 
2.4.3 Impfung 
Ein Impfstoff gegen Paratuberkulose ist in der Europäischen Union nicht zugelassen 
(SANTEMA et al. 2011). Eine geeignete Impfung könnte als wichtiges Instrument zur 
Senkung der Erregerlast bei der Sanierung dienen. Es sind sowohl Totimpfstoffe als 
auch attenuierte Lebendimpfstoffe in der Testung (KALIS et al. 2001, CHARTIER et 
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al. 2012). Die Vakzination senkt die Erregerausscheidung, die wirtschaftlichen 
Verluste und die Häufigkeit klinischer Symptome, sie schützt jedoch nicht vor einer 
Infektion (BASTIDA und JUSTE 2011). JUSTE et al. (2009) wiesen eine Steigerung 
der Milchproduktion von 3,9 % nach Impfung mit einem Milliliter Silirum® MAP 
vaccine (CZ Veterinaria, S.A., Porriño, Spain) nach. Der Impfstoff Mycopar ist in den 
USA als einziger Impfstoff für die Anwendung bei Rindern zugelassen (PATTON 
2011). In Deutschland ist eine Impfung derzeit verboten. Die fehlende 
Differenzierung zwischen geimpften und infizierten Tieren in der Diagnostik 
(MUSKENS et al. 2002) ist der größte Nachteil der Impfung. Des Weiteren existieren 
Berichte über positive Tuberkulinisierungsreaktionen (CHARTIER et al. 2012) und 
Unterhautgranulome nach erfolgter Impfung (LEI et al. 2008, KLAWONN 2009). 
2.4.4 Kontroll– und Präventionsprogramme 
Dem zunehmenden Interesse an der Erkrankung Paratuberkulose folgen weltweit 
Kontroll– und Präventionsprogramme (KENNEDY 2011). Die Bekämpfungs–
programme beziehen sich zumeist auf die Unterbrechung der Kuh–Kalb–
Übertragung durch Hygienemaßnahmen. In den meisten Ländern ist die Teilnahme 
am jeweiligen Bekämpfungsprogramm freiwillig. Eine Ausnahme bilden Japan und 
Schweden (BAUMGARTNER und KHOL 2008). In Japan muss jedes Rind 
mindestens einmal in fünf Jahren durch ELISA, Kotkultur oder mikroskopischen 
Kotnachweis getestet werden. In Schweden wird ein strenges Programm verfolgt: 
Alle Wiederkäuer sind auf MAP zu untersuchen. Im Nachweisfall ist die infizierte 
Herde auszumerzen (BAUMGARTNER und KHOL 2008). 
In den USA wird ein freiwilliges Programm zur Kontrolle der bovinen Paratuberkulose 
angeboten. Es sieht eine Untersuchung im jährlichen Rhythmus vor und kategorisiert 
Herden entsprechend der angewandten Diagnosemethode und der nachgewiesenen 
Prävalenz (USDA 2010). In den einzelnen Bundesstaaten wird die Ausführung in 
separaten Paratuberkuloseprogrammen konkretisiert (RAIZMAN et al. 2004, HOE 
und RUEGG 2006). In Australien sind Kontroll– und Bekämpfungsmethoden durch 
das Australian National Johne’s Disease Control Program genau geregelt (AHC 
2011). Das kanadische Paratuberkuloseprogramm besteht aus zwei Stufen 
(MCKENNA 2006b): In Stufe 1 wird den Landwirten risikobasiertes Verhalten 
vermittelt und in Stufe 2 wird der Erkrankungsstatus ermittelt und kontrolliert. In 
Literaturübersicht 
17 
vielen Ländern Europas bestehen freiwillige Paratuberkuloseprogramme, 
beispielsweise in den Niederlanden (BENEDICTUS et al. 2000), Norwegen 
(THARALDSEN et al. 2003) und Österreich (KHOL et al. 2007). In Dänemark werden 
teilnehmende Herden viermal jährlich mittels Milch–ELISA auf das Vorhandensein 
von Antikörpern gegen MAP getestet (KUDAHL et al. 2008). In Deutschland sind im 
Jahr 2005 „Leitlinien für den Umgang mit der Paratuberkulose in 
Wiederkäuerbeständen“ durch das Bundesministerium für Verbraucherschutz, 
Ernährung und Landwirtschaft erlassen worden (BMELV 2005). Einzelne 
Bundesländer verfolgen freiwillige Paratuberkuloseprogramme. In Thüringen ist 
durch das „Programm zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den Rinderbeständen 
in Thüringen“ ein Durchführungsplan mit dem Ziel der Senkung des 
Paratuberkulose–Infektionsdruckes gegeben. Das Programm beinhaltet folgende 
Schwerpunkte: 
1. Grundsätzliche Bekämpfungsansätze 
• Senkung des Erregerdrucks durch Eliminierung der Ausscheider 
• Verhindern von Neuinfektionen der Kälber durch Hygienemaßnahmen 
2. Statusdefinitionen 
• Infektion eines Rindes mit MAP (kultureller, molekularbiologischer oder 
pathologischer Nachweis) 
• Sanierungsbestand (Teilnahme des Betriebes am Programm mit 
Durchführung eines betrieblichen Bekämpfungsplans) 
• Paratuberkulose–unverdächtiger Bestand (jährliche kulturelle 
Einzeltieruntersuchung aller über 24 Monate alten Rinder des Bestandes 
über 3 Jahre mit ausschließlich MAP–negativen Ergebnissen) 
3. Untersuchungen 
• Serologische Basisuntersuchung aller über 24 Monate alten Rinder 
• Kot– oder Blutproben entsprechend des Bekämpfungsplanes 
4. Regelungen zum Tierverkehr (Zukauf nur aus Herden mit gleichem oder 
besserem Paratuberkulosestatus) 
5. Wesentliche Hygienemaßnahmen 
• Trennung der Kälber sofort nach der Geburt vom Muttertier 




• Benutzung der Arbeitsmaterialien entweder im Milchviehstall oder im 
Kälber– und Jungviehstall 
• keine Gülle– oder Festmistdüngung auf Futterflächen, Jungtierhaltung 
nicht auf Weideflächen, die durch MAP–infizierte Tiere beweidet wurden 
• kein Zuchteinsatz von Nachkommen MAP–infizierter Rinder 
 
2.5 Diagnostik 
Die Diagnose der Paratuberkulose erfolgt direkt im Kot mit Hilfe mikrobiologischer 
und molekularbiologischer Methoden oder indirekt durch serologische Bestimmung 
von Antikörpern gegen den Erreger. Nur ein positives Testergebnis bietet eine 
zuverlässige Aussage zum Infektionsstatus des jeweiligen Tieres. Ein negatives 
Ergebnis bedeutet nicht die Freiheit des Tieres von MAP, sondern kann nach 
VALENTIN–WEIGAND (2002) auch einem periodischen Ausscheiden des Erregers 
oder einer unterschiedlich stark ausgeprägten Immunantwort geschuldet sein. 
In Thüringen wird seit 2008 der direkte kulturelle Nachweis von MAP als 
Standardmethode angewandt. Zuvor kamen indirekte blutserologische 
Untersuchungen mit Nachweis von MAP–Antikörpern zum Einsatz (DONAT 2009). 
2.5.1 Direkter Erregernachweis 
Um den Erreger direkt nachzuweisen, eignen sich Kotproben von lebenden Tieren 
oder Darminhalt, veränderte Darmschleimhaut (vorwiegend Jejunum oder Ileum), 
Ileozäkalklappe und die zugehörigen Mesenterial–Lymphknoten von Schlachttieren, 
getöteten oder verendeten Tieren (FLI 2010). 
Auch wenn es in der Paratuberkulosediagnostik bisher keine perfekte Methode gibt, 
so ist die kulturelle Anzucht von MAP aus Rinderkot die derzeit sensitivste Methode 
am lebenden Tier (LEPPER et al. 1989, WHITTINGTON und SERGEANT 2001, 
KÖHLER et al. 2008b). Um den Paratuberkulosestatus einer Herde zu bestimmen, 
ist die wiederholte kulturelle Untersuchung aller Einzeltiere über 24 Monate des 
Gesamtbestandes geeignet (WELLS et al. 2002, GIERKE 2009). Eine 
Probengewinnung im frühen Laktationsstadium der Tiere ermöglicht eine verbesserte 
Auffindungsrate, da eine erhöhte Ausscheidung während Stresssituationen erwartet 
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wird (NORTON et al. 2010). Unterstützend zur kulturellen Anzucht wird die 
nachfolgende Identifizierung mittels Ziehl–Neelsen–Färbung und Polymerase–
Ketten–Reaktion (PCR) als Bestätigung eingesetzt (ENGLUND et al. 1999, MÖBIUS 
et al. 2008). 
Die Anfärbung von Abklatschpräparaten ist eine weitere, wenn auch unzuverlässige, 
direkte Nachweismethode des Erregers (RIS 1988). Dabei wird eine Kotprobe nach 
Ziehl–Neelsen oder ein veränderter Darmabschnitt mit zugehörigen Lymphknoten 
auch mit Akridin–Orange gefärbt und mit dem Mikroskop durchmustert (FLI 2010). 
2.5.2 Indirekter Erregernachweis 
Antikörper gegen MAP können im Blutserum, Plasma, Milch oder Milchserum 
nachgewiesen werden (FLI 2010). Der Nachweis von Antikörpern kann jedoch erst 
zeitlich versetzt zum direkten Erregernachweis geschehen (LEPPER et al. 1989, 
GEISBAUER et al. 2007). Der serologische Nachweis von Antikörpern hat zudem 
eine geringere Sensitivität als der direkte Nachweis in einer kulturellen Untersuchung 
(SOHAL et al. 2007, GEISBAUER et al. 2007). 
2.5.2.1 Johnin Hauttest, Interferon–γ–Test, Komplementbindungsreaktion, 
Agargelimmunodiffusionstest 
Viele indirekte Erregernachweise wie der Johnin Hauttest, der Interferon–γ–Test und 
die Komplementbindungsreaktion finden auf Grund mangelhafter Sensitivität 
beziehungsweise ungenügender Spezifität keine Anwendung (GIERKE 2009). Der 
Agargelimmunodiffusionstest ist in einigen Ländern, z.B. in Australien, zur schnellen 
und kostengünstigen Diagnosestellung bei klinischen Verdachtstieren im Einsatz. 
FERREIRA et al. (2002) ermittelten eine Sensitivität des Agargelimunodiffusionstests 
von 57 % und eine Spezifität von 92,5 % bei der Untersuchung von 48 Rinderseren 
in Brasilien. Als Referenzmethode nutzten die Autoren die Untersuchung von 




2.5.2.2 Enzyme Linked Immunosorbent Assay 
In Deutschland sind derzeit fünf ELISA–Kits zur Diagnostik von MAP zugelassen (FLI 
2011): 
1. ID Screen Paratuberculosis Indirect/ IDVet/ FLI–B 443 
2. ID Screen Paratuberculosis indirect–Bestätigung, Kurzform: PARAB/ IDVet, 
FLI–B 533 
3. Test zum Nachweis von Antikörpern gegen die Paratuberkulose (Serum), 
Handelsformen:  a) IDEXX Paratuberculosis Verification 
b) IDEXX Paratuberculosis Screening/ IDEXX Montpellier 
SAS, BGVV–B 263 
4. CATTLETYPE MAP Ab ELISA–Testkit zum Nachweis von Antikörpern gegen 
Mycobacterium avium subsp. paratuberculosis, Kurzform: CATTLETYPE MAP 
Ab, Labor Diagnostik Leipzig (LDL), FLI–B 471 
5. PARACHEK 2, ELISA für den in vitro Nachweis von Antikörpern gegen 
Mycobacterium avium subspezies paratuberculosis in Serum von Rindern, 
Schafen und Ziegen und Milch von Rindern, Kurzform: PARACHECK 2/ 
Prionics Deutschland, FLI–B 477 
In einer neuseeländischen Studie von NORTON et al. (2010) wurden 779 Kühe mit 
zwei ELISA–Testsystemen, sowie kulturell untersucht. Es wurde eine ELISA–
Sensitivität von 38,3 % (bei Verwendung von wiederholten Messdaten) 
beziehungsweise 41,4 % (bei Verwendung von Querschnittsdaten) und eine ELISA–
Spezifität von 99,5 % (wiederholte Messdaten) beziehungsweise 
97,7 % (Querschnittsdaten) ermittelt. Nach KÖHLER et al. (2008a) zeigt sich eine 
deutliche Abhängigkeit der Sensitivitäten vom Erkrankungsstadium der Tiere. In der 
Studie wurden Seren aus 286 Paratuberkulose–negativen und 110 Paratuberkulose–
positiven Beständen evaluiert. Tiere mit klinischen Symptomen erzielten 
Sensitivitäten von 51,6 bis 77,4 %, hingegen zeigten subklinisch infizierte Tiere 
Sensitivitäten von 22,6 bis 54,8 %. In einer Studie von MCKENNA et al. (2005) 
wurden ein absorbierender und ein nicht–absorbierender ELISA bei der 
Untersuchung von 383 Tieren aus acht Herden miteinander verglichen. Die Autoren 
ermittelten Spezifitäten von 98,4 % (absorbierender ELISA) und 87,9 % (nicht–
absorbierender ELISA). Die Sensitivitäten waren mit 72,5 % (absorbierender ELISA) 
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und 65,5 % (nicht–absorbierender ELISA) ähnlich zu den Untersuchungen von 
KÖHLER et al. (2008a). 
2.5.3 Untersuchung auf Herdenebene 
2.5.3.1 Milchuntersuchungen 
Die Detektion von MAP aus Rindermilchproben findet in der 
Paratuberkulosediagnostik bereits Anwendung (SORGE et al. 2011, PATEL und 
SHAH 2011). Es werden Tankmilchproben (WILSON et al. 2010) oder individuelle, 
beziehungsweise gepoolte Einzelmilchproben (SHANKAR et al. 2010, SORGE et al. 
2011) untersucht. Es kommen zumeist IS900 PCR–Verfahren, real–time PCR–
Verfahren oder die Nutzung von ELISA–Testkits zum Nachweis von Antikörpern 
gegen MAP zum Einsatz (METZGER–BODDIEN et al. 2006, SHANKAR et al. 2010). 
Des Weiteren werden Milchproben kulturell auf das Vorhandensein von MAP 
untersucht (BOTSARIS et al. 2010, OKURA et al. 2012). Zur Überprüfung der 
Verfahren werden künstlich infizierte Milchproben eingesetzt (KHARE et al. 2004). 
1. Serologische Methoden 
WILSON et al. (2010) untersuchten Tankmilchproben aus 170 Milchviehbetrieben in 
Utah. Dabei wiesen 39 % (61 von 170) der untersuchten Tankmilchproben Antikörper 
gegen MAP auf. Es wurde eine Sensitivität der Tankmilchuntersuchung von 57 % 
errechnet. SORGE et al. (2011) stellten bei der zweimaligen Untersuchung von 
Einzelmilchproben im ELISA aus 226 Betrieben in Ontario und Westkanada fest, 
dass eine einzelne Herdenuntersuchung nicht ausreicht um den MAP–Antikörper–
Status einer Herde zu bestimmen. Die Herden zeigten unterschiedliche Ergebnisse 
zu beiden Testzeitpunkten. 
GEUE et al. (2007) untersuchten Tankmilchproben in Rheinland–Pfalz auf das 
Vorhandensein von Antikörpern gegen MAP mittels zwei verschiedener ELISA–
Testkits. Bei Verwendung dieser Methode wurden 82,9 % (Svanovir–ELISA) 
beziehungsweise 80 % (IDEXX–ELISA) der Paratuberkulose–positiven Betriebe nicht 
identifiziert. Auch veränderte cut–off Wert erzielten lediglich eine erhöhte Sensitivität 
zu Lasten einer verminderten Spezifität. Die Autoren zweifeln an der diagnostischen 
Brauchbarkeit der verfügbaren Testsysteme zur Untersuchung von Tankmilchproben. 
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2. PCR – basierte Detektion 
GIACOMETTI et al. (2012) untersuchten Rohmilchproben in Norditalien und wiesen 
mittels PCR bei 3 % der Proben MAP nach und folgerten, dass Rohmilch als Quelle 
einer Mycobakterien–Gefährdung für Verbraucher in Betracht gezogen werden kann. 
BOTSARIS et al. (2010) untersuchten 220 Tankmilchproben mit unterschiedlichen 
diagnostischen Methoden. Durch eine quantitative real–time PCR wurde in 63 
Proben (28,6 %) MAP nachgewiesen. Eine ähnliche Nachweisrate wurde mit einer 
IS900 PCR erzielt: In 50 Proben (22,2 %) wurde der Erreger nachgewiesen. Nur zwei 
der untersuchten Tankmilchproben wurden durch das Anlegen einer Kultur erkannt, 
so dass die Autoren angeben, dass die Schnelluntersuchungsmethoden eine höhere 
Sensitivität bei der Untersuchung von Rohmilch aufweisen als die kulturelle 
Milchuntersuchung. 
OKURA et al. (2012) werteten Studien zum Nachweis von Antikörpern gegen MAP in 
Tankmilchproben und Einzelgemelken aus. Die auftretenden Prävalenzen wurden im 
Verhältnis zur verwendeten Testmethode und dem Infektionsstatus der Herde 
beziehungsweise der Tiere betrachtet. In den Studien kamen hauptsächlich PCR–
Methoden und die kulturelle Untersuchung der Proben zur Anwendung. Die Autoren 
konnten keine Aussage zur MAP–Häufigkeit in Milchproben treffen, da die 
unterschiedlichen Studien keine quantitative Auswertung lieferten. 
SLANA et al. (2012) untersuchten die Nutzung von Milchfiltern als Screening–
Methode zur Feststellung des Paratuberkulose–Herdenstatus. Milchfilter aus 
79 Betrieben mit bekanntem MAP–Status wurden mit einer quantitativen real–time 
PCR analysiert. Die Autoren gaben eine Wahrscheinlichkeit einer erfolgreichen 
MAP–Detektion durch die Untersuchung von Milchfiltern in Herden mit MAP–
infizierten Rindern von mindestens 94,3 % an. Die absoluten Zahlen von detektierten 
MAPs auf den Milchfiltern dienten den Autoren als grobe Schätzung der 
Paratuberkulose–Einzeltierprävalenz von über 10 %. 
2.5.3.2 Umgebungskotproben 
Infizierte Tiere kontaminieren maßgeblich die Stallumgebung durch die 
Ausscheidung von Mycobakterien–haltigem Kot. Mit einem Gramm Kot werden 109 
bis 1011 Mycobakterien an die Stallumgebung abgegeben (HOFFMANN et al. 2009). 
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MAP besitzt eine hohe Widerstandfähigkeit (BÜLTE et al. 2005) gegenüber 
physikalischen und chemischen Noxen. Der Erreger kann in der Umgebung der Tiere 
persistieren. Aufgrund einer hohen Tenazität ist eine Anreicherung und Verbreitung 
des Erregers in der Umgebung möglich (Köhler et al. 2003). 
EISENBERG et al. (2010) wiesen den Erreger in Staubproben des Milchviehstalls, 
sowie im Jungtierstall niederländischer Milchviehbetriebe nach. Ein Nachweis des 
Erregers in Umgebungskotproben lässt Rückschlüsse auf die Einzeltierprävalenz zu 
(BERGHAUS 2006). 
Umgebungskotproben eignen sich vor allem in Laufstallhaltungen als Methode zur 
Einschätzung der in der Herde vorliegenden Paratuberkulose–Prävalenz (PILLARS 
et al. 2009a). Hochprävalente Herden können sicher detektiert werden, wenn 
kulturelle Untersuchungen aus der Stallumgebung mit hohem Tierkontakt 
durchgeführt werden (RAIZMAN et al. 2004, LOMBARD et al. 2006, PILLARS et al. 
2009a). 
Studien zur Eignung von Umgebungskotproben unterscheiden sich in den 
verwendeten Referenzmethoden. Einzeltierkotproben (LOMBARD et al. 2006), 
gepoolte Einzeltierkotproben (BERGHAUS et al. 2006), Serum–ELISA (RAIZMAN et 
al. 2004) oder Milch–ELISA (LOMBARD et al. 2006) kommen zum Einsatz 
(Tabelle 1). Ist ein Bestand Paratuberkulose–infiziert, so lassen sich häufig auch 
Nachweise von MAP in verschiedenen Bereichen des Stalles mit Tierkontakt führen. 
Dung–Lagerplätze, Kuhtriebwege und Vorwartehöfe/Melkbereiche sind als 
besonders geeignete Lokalisationen zur Auffindung von MAP–infizierten Betrieben 
anzusehen (RAIZMAN et al. 2004, PILLARS et al. 2009a, SMITH et al 2011a). 
Betriebe mit einer Einzeltierprävalenz von > 2 % sind nach einer Studie von PILLARS 
et al. (2009a) mit Hilfe von Umgebungskotproben mit hoher Sicherheit zu 
detektieren. Ähnliche Ergebnisse erzielten DONAT et al. (2011). Die Autoren 
untersuchten Umgebungskotproben aus 46 Milchviehherden mit bekannter 
Einzeltierprävalenz. In 22 aus 31 MAP–infizierten Betriebe (71 %) wurde das 
Vorhandensein des Erregers auch mittels kultureller Untersuchung von 
Umgebungskotproben identifiziert. Positive Umgebungskotproben waren von der 
Einzeltierprävalenz des Betriebes abhängig. Betriebe mit einer Einzeltierprävalenz 
über 2 % konnten zu 87 % sicher ausfindig gemacht werden.  
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Tabelle 1: Ausgewählte Studien zur Herdendetektion durch Umgebungskotproben im 
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RAIZMAN et al. (2004) untersuchten im Rahmen des Minnesota Johne’s Disease 
Control Program 108 Herden, davon 80 infizierte und 28 nicht infizierte. Es wurden 
jeweils bis zu 100 Einzelkotproben je Betrieb entnommen und diese zu je fünf Kühen 
gepoolt und anschließend kulturell untersucht. Zusätzlich wurden zwei Proben aus 
unterschiedlichen Lokalisationen im Stall entnommen. Alle Proben wurden kulturell 
auf das Vorhandensein von MAP untersucht. 80 % der „infizierten“ Herden hatten 
mindestens einen positiven Einzeltierkotprobenpool. In 78 % der untersuchten 
Herden wurde der Erreger mittels Umgebungskotproben nachgewiesen. Positive 
Umgebungskotproben konnten im Kuhtriebweg (bei 77 % der Herden), auf dem 
Dung–Lagerplatz (bei 68 % der Herden), im Abkalbebereich (bei 21 % der Herden), 
im Krankenstall (bei 18 % der Herden) diagnostiziert werden. Die Anzahl der 
Kolonien pro untersuchter Kultur aus dem Kuhtriebweg und der Dung–Lagerplatz 
korrelierte mit der Prävalenz der gepoolten Kotproben. Konnte in keiner der beiden 
Umgebungskotproben MAP nachgewiesen werden, so hatte die Herde eine 
Prävalenz von 0,3 bis 4 %. Wurde in beiden Umgebungskotproben MAP 
nachgewiesen, entsprach dies einer Pool–Prävalenz von 53 % bis 73 % (RAIZMAN 
et al. 2004). Die Voreinstufung durch die Autoren ist als fraglich zu bewerten: Bei 7 % 
der als „nicht–infiziert“ klassifizierten Herden stellten die Autoren einen positiven Pool 
der Einzeltierkotproben fest und eine Herde zeigte eine positive 
Umgebungskotprobe. Die Autoren stellten eine positive Korrelation zwischen 
Maximalanzahl der Kolonien auf den Kulturen von Laufweg und Dung–Lagerplatz mit 
der Prävalenz gepoolter Einzeltierkotproben fest. 
BERGHAUS et al. (2006) untersuchten 23 kalifornische Herden mit individuellen oder 
gepoolten Einzeltierkotproben von 60 Tieren des Bestandes, serologischen ELISA–
Verfahren von ebenfalls 60 Tieren des Bestandes und durch Umgebungskotproben. 
74 % der Herden wurden durch Umgebungskotproben, 70 % durch 
Einzeltierkotproben und 65 % durch einen Antikörpernachweis mittels ELISA als 
Paratuberkulose–positiv eingestuft. 
LOMBARD et al. (2006) führten eine Studie zum Vergleich diagnostischer 
Paratuberkulose–Nachweis–Methoden durch. Es wurden 483 Umgebungskotproben 
aus 98 Betrieben in 21 Bundesstaaten der USA gesammelt, davon konnte in 218 
Kulturen (45,1 %) ein Wachstum von MAP nachgewiesen werden. Die Resultate 
wurden mit Ergebnissen von Einzeltierkotproben und ELISA–Ergebnissen aus Milch 
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und Serum verglichen. Die durch die Autoren getroffenen Aussagen bezüglich 
Wiedererkennungsraten einzelner Methode sind fraglich und werden an dieser Stelle 
nicht erwähnt. 
HOFFMANN et al. (2009) untersuchen 961 Umgebungskotproben aus 191 
Beständen. Die kulturelle Einzeltierkotprobenuntersuchung ergab einen Anteil von 
0,97 %. In sechs der 961 Umgebungskotproben konnte der Erreger kulturell 
nachgewiesen werden. Diese sechs Proben stammten aus drei Betrieben der 191 
untersuchten Bestände. 
PILLARS et al. (2009a) untersuchten sieben Milchviehherden im Bundesstaat 
Michigan über fünf Jahre. Der häufigste Nachweis von MAP in Umgebungskotproben 
konnte im Melkbereich und auf dem Dung–Lagerplatz geführt werden (30 % 
beziehungsweise 33 % der positiven Umgebungkotprobenbefunde). Es konnte 
gezeigt werden, dass eine Kontamination der Herde mit MAP viele Jahre andauert 
und nur durch konsequente Hygienemaßnahmen eine Reduktion der MAP–
Kontamination im Stallbereich bewirkt werden kann. Es wurden 731 
Umgebungskotproben entnommen, bei 81 Proben (11 %) führten die Autoren einen 
positiven MAP–Nachweis. Betriebe mit einer Einzeltierprävalenz über 2 % konnten 
zu 75 % mit Proben im Melkbereich und/oder Dung–Lagerplatz identifiziert werden. 
Betriebe mit einer Einzeltierprävalenz unter 2 % zeigten kein Wachstum des Erregers 
bei Kultivierung der entnommenen Umgebungskotproben. 
SMITH et al. (2011a) beprobten drei Betriebe im Nordosten der USA über sechs 
Jahre mit jeweils zweimaligen Einzeltierkotproben und viermaligen 
Umgebungskotproben pro Jahr. Dabei zeigten 11,8 % der Kulturen der 
Umgebungskotproben ein Wachstum von MAP. Aus Proben der Dung–Lagerplätze 
und Kreuzwege konnten am häufigsten Nachweise des Erregers gelingen. Die 
Autoren beobachteten eine Korrelation zwischen steigender Einzeltierprävalenz und 
Wahrscheinlichkeit eines positiven MAP–Nachweises in den Umgebungskotproben. 
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3 MATERIAL UND METHODEN 
3.1 Ausgewählte Betriebe 
In die vorliegende Arbeit wurden insgesamt 20 Thüringer Milchviehbetriebe 
einbezogen, die am „Programm zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den 
Rinderbeständen in Thüringen“ teilnehmen. Diese Betriebe haben in den 
vergangenen Jahren regelmäßig Proben von Tieren ihres Bestandes zur 
Paratuberkulosediagnostik eingesandt und waren bereit an den Untersuchungen 
teilzunehmen. Betriebe, die aus mehreren Standorten bestehen, wurden in der 
Studie als ein Rinderbetrieb zusammengefasst. 
Auf der Basis der eingesandten, kulturell untersuchten Einzeltierkotproben der Jahre 
2008 bis 2010 (Tabelle 2) wurden die an der Studie beteiligten Rinderbestände 
entsprechend ihrer Zugehörigkeit zu den folgenden drei Prävalenzkategorien 
ausgewählt: 
1. Drei Betriebe mit einer „historischen Freiheit“ von Paratuberkulose („negative 
Kontrolle“) 
2. 14 Betriebe mit einer niedrigen Prävalenz von > 0 % bis 10 % 
3. Drei Betriebe mit einer Prävalenz von > 10 % („positive Kontrolle“) 
Der Schwerpunkt der vorliegenden Studie lag auf Herden aus der zweiten 
Prävalenzkategorie. Es wurden in Ergänzung der Untersuchung von DONAT et. al 
(2011) gezielt niedrigprävalente Bestände (Prävalenz von > 0 % bis 10 %) in die 
Untersuchung involviert. 
Unter „historisch freien“ Beständen werden solche Herden verstanden, die bereits 
mehrere Jahre (über 3 Jahre) am „Programm zur Bekämpfung der Paratuberkulose 
in den Rinderbeständen in Thüringen“ teilnehmen, alle Kühe beproben und nie einen 
Nachweis von MAP zu verzeichnen hatten. 
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A 1,1 0,6 0,5 0,7 224  224 207 
B 1,7 1,5 1 1,4 297 4 301 204 
C n. d 7,1 7,4 7,3 236  236 158 
D 3,9 n. d. 4,2 4,1 255 4 259 218 
E n. d. n. d. 3,6 3,6 182  182 144 
F 11,1 4,7 2,9 6,2 168  168 125 
G 6,5 6,6 5 6,0 150  150 119 
H 3 0,5 0 1,2 198  198 156 
I 6,3 2,4 3,2 4,0 318 4 322 260 
J 3,7 2,7 3,8 3,4 465  465 384 
K 0 0 1,2 0,4 211  211 431 
L 4,8 5,5 3,1 4,5 529 9 538 454 
M 8,9 4,3 4,4 5,9 40  40 26 
N 1,8 4 4,7 3,5 378 2 380 370 
O 0 n. d. 0 0,0 204  204 169 
P 0 0 0 0,0 253  253 207 
Q 0 0 0 0,0 417  417 298 
R 76,5 n. d. 27,8 52,2 195  195 158 
S 26,5 18,2 23,6 22,8 110 25 135 86 
T 12,1 9,1 9,5 10,2 185  185 163 
SUMME  5015 48 5063 4337 
n. d. = keine Untersuchung durchgeführt, Altreagenten 2010 = MAP–positiv im Jahr 2010 und zum 
Zeitpunkt der Einzeltierkotprobenuntersuchung 2011 noch im Bestand vorhanden, Ø = Mittelwert der 
Jahre 2008, 2009 und 2010 
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Von den teilnehmenden Betrieben wurde im Studienzeitraum der Paratuberkulose–
Status durch die Untersuchung aller Einzeltiere des Bestandes erhoben. Die 
Entnahme der Einzeltierkotproben erfolgte im ersten Halbjahr 2011. Es wurde jeweils 
der gesamte Kuhbestand eines Betriebes mit einem Alter von über 24 Monaten in 
einem Untersuchungsgang beprobt und in diese Studie einbezogen. Dazu erfolgte 
ein Abgleich der eingeschickten Kotproben mit der Anzahl der über 24 Monate alten 
Tiere im Herkunftssicherungs– und Informationssystem Tier (HIT–Datenbank) zum 
Probenentnahmedatum. 
Tiere, die innerhalb der nächsten 14 Tage zur Schlachtung vorgesehen waren, 
wurden nicht beprobt. Bekannte Ausscheidertiere aus Untersuchungen der Vorjahre, 
die sich noch im Bestand aufhielten, flossen als MAP–positive Altreagenten in die 
Auswertung ein. 
Insgesamt wurden 5015 Kotproben untersucht. Zusätzliche 48 Tiere mit positivem 
MAP–Befund aus dem Vorjahr, welche sich noch im jeweiligen Betrieb befanden, 
wurden in die Studie einbezogen, so dass insgesamt 5063 Tiere in die Auswertung 
eingingen (Tabelle 2). Die mittlere Anzahl betrachteter Kotproben der Rinder über 24 
Monate pro Bestand betrug 253 Tiere (Minimum: 40 Tiere, Maximum: 538 Tiere). 
Aus den an der Studie teilnehmenden Betrieben wurden zweimalig im Abstand von 
durchschnittlich 134 Tagen (Minimum: 118 Tage, Maximum 160 Tage) Umgebungs–
kotproben entnommen und auf das Vorhandensein von MAP untersucht. 
Weiterhin wurden die im Rahmen der Milchleistungsprüfung im jeweiligen Rinder–
bestand entnommenen Milchproben der laktierenden Rinder über den Thüringer 
Verband für Leistungs– und Qualitätsprüfungen in der Tierzucht, Jena–Göschwitz 
bezogen, gepoolt und mit Hilfe serologischer Testverfahren untersucht. Im 
August 2011 waren in den untersuchten Betrieben insgesamt 4337 Tiere laktierend 
(Tabelle 2). 
Alle Proben wurden im Labor des Tiergesundheitsdienstes der Thüringer 
Tierseuchenkasse in Jena untersucht. 
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3.2 Direkter Erregernachweis Kotproben: Probenentnahme 
3.2.1 Einzeltierkotproben 
Jedes Tier, das zum Zeitpunkt der Probenentnahme älter als 24 Monate war, wurde 
rektal unter Verwendung eines jeweils neuen Untersuchungshandschuhs beprobt. 
Das Untersuchungsmaterial wurde in ein steriles Plastikgefäß überführt (Kabe 
Labortechnik 125 ml) und mittels Kurierfahrzeugen in das Labor der Thüringer 
Tierseuchenkasse transportiert. Die Proben wurden nach Probeneingang im Labor 
bei –20°C gelagert und vor der Bearbeitung aufgetau t. 
3.2.2 Umgebungskotproben 
Die Entnahme der Umgebungskotproben erfolgte zweimalig, im März 
und April (Frühjahr) 2011, sowie im Juli und August (Sommer) 2011, aus der direkten 
Stallumgebung der Tiere an fünf definierten Lokalisationen mit hohem Tierverkehr: 
1  Abkalbebereich 
2  Melkbereich einschließlich Vorwartehof 
3  Laufbereich 
4  Haupttriebweg 
5  Übergang zum Kälberbereich 
 
Es handelt sich dabei um diejenigen Stallbereiche, die nach DONAT et. al (2011), die 
höchsten Nachweisraten aufwiesen. 
 
Ein desinfizierter Spachtel beziehungsweise je ein Einweghandschuh wurde 
verwendet, um die Proben zu entnehmen und in sterile Plastikgefäße (Kabe 
Labortechnik 125 ml) zu überführen. Dabei wurde darauf geachtet multiple Proben 
von mehreren Stellen in der entsprechenden Lokalität (n ≥ 10) zu gewinnen, um ein 
repräsentatives Ergebnis zu erzielen. Die Proben wurden nach dem unmittelbaren 
Transport ins Labor bei –20°C gelagert und vor der Bearbeitung aufgetaut. 
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3.3 Direkter Erregenachweis Kotproben: Probenaufbereitung 
Nach dem Auftauen erfolgte eine Aufbereitung des Untersuchungsmaterials 
entsprechend der amtlichen Methodensammlung des Friedrich– Loeffler– Institutes, 
Stand Juli 2010 (FLI 2010). 
Zunächst wurden 30 ml 0,75 %ige Hexadecylpyrdiniumchlorid Monohydrat (HPC)–
Lösung (Firma (Fa.) Acros Organics, bezogen über Fisher Scientific GmbH, 
Nidderau, Deutschland) in ein PS–Stuhlgefäß (52 ml, Fa. Greiner bio–one) vorgelegt. 
Das Untersuchungsgut wurde gründlich mit Hilfe eines im PS–Gefäß befindlichen 
Löffels durchmischt, bevor circa 3 g Kot in das PS–Stuhlgefäß überführt wurden. Das 
Gefäß wurde verschlossen und manuell durchgeschüttelt. Nach einer 
Sedimentationszeit von zwei bis fünf Minuten bei Raumtemperatur wurden circa 
20 ml des Überstands aus dem PS–Stuhlgefäß in ein Probenröhrchen (Probenröhren 
Neutral, Aufnahmemenge 30 ml der Fa. KABE Labortechnik GmbH) überführt. Die 
Gefäße wurden verschlossen und bei Raumtemperatur bei 200 rpm mit Hilfe eines 
Laborschüttlers (Gerhardt Laboshake) für 30 Minuten durchmischt. Anschließend 
wurden die Proben bei Zimmertemperatur, unter Lichtausschluss 48 Stunden 
inkubiert. 
Zur Bebrütung wurden je Probe drei Kulturröhrchen (BD–Röhrchen/ HEYM–
Röhrchen) mit BBL Herrold´s Egg Yolk Agar mit Mycobactin sowie Amphotericin B, 
Nalidixinsäure und Vancomycin (Fa. Becton Dickinson GmbH, Heidelberg, 
Deutschland) benutzt. Zusätzlich wurde der Nähragar mit 40 µl Amphotericin B, 
Nalidixinsäure und Vancomycin (ANV) benetzt um das Kontaminationsrisiko 
nochmals zu senken. Nach der Inkubationszeit wurde der Überstand abgegossen 
und die Kulturröhrchen mit jeweils 200 µl des dekontaminierten Sedimentes beimpft. 
Nach dem Beimpfen wurden die Kulturröhrchen schräg gestellt (circa 20°– Winkel) 
und in einem Brutschrank (37°C) verbracht. Sie ware n nur mit locker aufliegendem 
Schraubverschluss bedeckt. Nach sieben Tagen wurden die Kulturröhrchen mit 
einem Schraubdeckel luftdicht verschlossen, die BD–Röhrchen senkrecht gestellt 
und weitere elf Wochen bebrütet. 
War das Nährmedium der Umgebungskotproben bei der ersten Kontrolle auf 
Bakterienwachstum (= „Ablesung“) nach fünf Wochen kontaminiert, wurde die Probe 
einer erneuten Aufbereitung (= „Wiederholung“) mit dreifacher Röhrchen–Beimpfung 
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unterzogen. Die Wiederholungskulturen aus dem Sommer wurden zur verstärkten 
Unterdrückung der Begleitflora 72 Stunden mit HPC dekontaminiert und die BD–
Röhrchen wurden mit 80 µl anstelle von 40 µl ANV benetzt. Bei den kontaminierten 
Einzeltierkotproben wurde auf den Ansatz einer Wiederholungskultur verzichtet. 
 
3.4 Klimatische Verhältnisse am Tag der Probenentnahme der Umgebungs–
kotproben 
Am Tag der Probenentnahmen der Umgebungskotproben wurde die mittlere 
Temperatur und die mittlere relative Luftfeuchte erfasst. Dazu dienten Tageswerte 
des Deutschen Wetterdienstes, die entsprechend der Lage des Betriebes zur 
nächstgelegenen Wetterstation ausgewählt wurden. Zur Darstellung der 
unterschiedlichen Luftzustände im Frühjahr und im Sommer diente ein Molier h–x–
Diagramm. 
 
3.5 Direkter Erregernachweis Kotproben: Ergebniserfassung 
Ab der fünften Bebrütungswoche wurden die Kulturen im Zwei–Wochen–Rhythmus 
visuell und mittels Stereomikroskop auf Koloniewachstum überprüft. Es wurden drei 
Punkte bewertet: Die Kontamination der Kultur wurde überprüft und mittels eines 
Scores dokumentiert (siehe unten). Zeigten sich auf dem Nährboden grau–weiße, 
glatt, glänzende MAP–Kolonien, so wurden diese nach Quantität und Qualität 
beurteilt. Die Einteilung der Quantität erfolgte ebenfalls nach einer Skala. Die 
Qualität wurde nach Typ und Aussehen bewertet. 
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a) Kontamination der Kultur 
• K0 = ohne Kontamination 
• K1 = geringe Kontamination (Fremdflora von 1 bis 2 mm) 
• K2 = mäßige Kontamination 
• K3 = starke Kontamination (Fremdflora < Hälfte des Nährbodens) 
• K4 = sehr starke Kontamination (Fremdflora > Hälfte des 
Nährbodens = Befundung als „nicht auswertbar“ (n. a.)) 
 
b) Quantität auftretender Kolonien 
• – = keine Kolonie sichtbar 
• + = 1 bis 10 Kolonien vorhanden 
• ++ = 11 bis 50 Kolonien vorhanden 
• +++ = 51 bis 100 Kolonien vorhanden 
• ++++ = > 100 Kolonien vorhanden 
 
c) Qualität auftretender Kolonien 
• typisch 
• weniger typisch 
• unsicher 
• wie atypisch 
• untypisch 
 
Im Falle eines positiven mikroskopischen Nachweises von Mycobakterien wurde die 
entsprechende Reinkultur einer weiterführenden Differenzierung unterzogen. 
Verdächtige Kolonien wurden mittels Ziehl–Neelsen–Färbung und einer 
IS900 Polymerase–Kettenreaktion (PCR) nach ENGLUND et al. (1999) identifiziert. 
Die Ziehl–Neelsen–Färbung erfolgte entsprechend der Amtlichen 
Methodensammlung (FLI 2010). Bei unklaren Ergebnissen wurde zudem eine 
Subkultur zur Klärung einer Mycobactin–Abhängigkeit der Kultur angelegt. 
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Als MAP–positiv wurden Kulturen kategorisiert, bei denen auf mindestens einer der 
beimpften Kulturen ein typisches Wachstum zu verzeichnen war und dies mittels 
Ziehl–Neelsen und PCR bestätigt wurde. Als MAP–negativ galten Kulturen auf denen 
kein Wachstum von Mycobakterien auf dem Nährmedium zu erkennen war. Als nicht 
auswertbar galten Röhrchen, die auf Grund einer bakteriellen oder fungalen 
Überwucherung eine Einstufung als MAP–positiv beziehungsweise MAP–negativ 
nicht zuließen. 
Um eine lückenlose Probenzuordnung zu gewährleisten, waren alle Probengefäße 
mit Barcode versehen. Zur Datenverarbeitung wurde die Laborsoftware der Fa. Agro 
Data GmbH, Cottbus, Deutschland, verwendet. 
 
3.6 Direkter Erregernachweis: Kalkulation einer Stichprobe 
Aus der Gesamtheit der Einzeltierkotprobenuntersuchung wurde nachträglich eine 
Stichprobenuntersuchung simuliert. Die Untersuchung einer Teilmenge eines 
Bestandes würde bei ausreichender statistischer Sicherheit Untersuchungskosten 
einsparen. 
Mit Hilfe des Kalkulationsprogrammes FreeCalc 2.0, welches durch CAMERON und 
BALDOCK (1998) entwickelt wurde, ist es möglich die notwendige 
Stichprobenmenge an Hand der vorhandenen Populationsgrößen, Sensitivitäten und 
Spezifitäten der Testsysteme für ein bestimmtes Konfidenzniveau zu schätzen, um 
so die Freiheit von einem Merkmal mit der festgelegten statistischen Sicherheit 
nachzuweisen. 
Da Sensitivitäten und Spezifitäten der verwendeten Testverfahren von den 
Anforderungen eines idealen Tests (100%ige Sensitivität und 100%ige Spezifität) 
abweichen, muss die notwendige Stichprobengröße erhöht werden, um eine 
statistisch gesicherte Aussage zu erzielen. Unvollkommene diagnostische 
Testverfahren benötigen abhängig von der vorhandenen Einzeltierprävalenz und der 
Testgenauigkeit eine größere Stichprobenanzahl um die Freiheit des Bestandes von 
einem bestimmten Merkmal zu charakterisieren. Für die hier vorliegende 
Untersuchung wurde mit einer Mindestsicherheitswahrscheinlichkeit von 95 % für 
den α– und den β–Fehler gearbeitet. 
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Bei der kulturellen Untersuchung von Kotproben auf MAP werden nicht alle infizierten 
Tiere identifiziert. Die in dieser Untersuchung für die angewandte Methode der 
Kotkultur verwendeten Werte für die Sensitivität und Spezifität orientieren sich an der 
Veröffentlichung von KÖHLER et al. (2008a). Die Autoren untersuchten 87 Tiere mit 
für Paratuberkulose pathognomonischen Veränderungen. Dabei isolierten sie aus 
71 Tieren MAP–positives Organmaterial und bei 64 Tieren wurde der Erreger im Kot 
nachgewiesen. Daraus errechnet sich eine Sensitivität der kulturellen 
Kotuntersuchung im Vergleich zur pathologischen Untersuchung von 73 %. 
RAIZMAN et al. (2011a) nahmen in ihrer Untersuchung ebenfalls eine 70%ige 
Sensitivität der Kotkultur an. Gleichzeitig gilt die kulturelle Untersuchung mit 
anschließender Identifizierung über PCR als Goldstandard der Diagnostik, 
weswegen eine Spezifität von 100% angegeben wird. 
Die minimal zu detektierende Prävalenz wurde auf 5 % festgelegt. Dieser Wert ist der 
mittlere Wert der unter Punkt 3.1 festgelegten Spanne für Betriebe mit niedriger 
Prävalenz (> 0 % bis 10 %). Außerdem entspricht dieser Wert dem mittleren Anteil 
der MAP–positiven Rinder im gesamten Untersuchungsgut des Labors des 
Tiergesundheitsdienstes der Thüringer Tierseuchenkasse Jena, welcher im Mittel der 
Jahre 2007 bis 2010 4,7 % betrug (TSK 2011). 
Aus der Gesamtheit der Einzeltierkotproben eines Betriebes wurde nun eine 
systematische Stichprobe ermittelt. Die Stichprobengröße wurde nach FreeCalc 2.0 
kalkuliert. Um eine regelmäßige Verteilung der Stichproben zu gewährleisten, 
wurden die Stichprobengröße und die Tieranzahl pro Betrieb miteinander verrechnet. 
Die Stichprobenauswahl erfolgte durch Abzählen von der Einsendeliste, deren 
Reihung der Tiere sich an der nach Alter sortierten HIT–Datenliste orientiert. Die 
Reihung der HIT–Datenliste erfolgt an Hand der nach Alter sortierten Ohrmarken, 
damit ist sowohl die Berücksichtigung jeder Altersgruppe als auch die Zufälligkeit in 
ausreichendem Maße gewährleistet, denn die Auswahl des Stichprobentieres war 
unabhängig von anderen Merkmalen (klinische Erkrankung, Körperkondition, 
Befunde aus der Vergangenheit). 
Die Stichprobenprävalenz errechnet sich aus der Anzahl MAP–positiver 
Stichprobenbefunde dividiert durch den von FreeCalc 2.0 bestimmten 
Stichprobenumfang. 
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3.7 Betrachtung von jeweils einem Nährmedium pro Einzeltierkotprobe 
Nach Empfehlung der Amtlichen Methodensammlung (FLI 2010) wurde in der 
vorliegenden Untersuchung jede Einzeltierkotprobe auf drei Nährmedien angelegt, 
bebrütet und beurteilt. War in einer der Kulturen MAP nachweisbar, war das Tier 
Paratuberkulose–positiv. 
In einer weiteren Betrachtung dieser Arbeit wurde die Verwendung von nur einem 
Nährmedium simuliert. Die Bearbeitung und Zuordnung als erste, zweite oder dritte 
Probe erfolgte zufällig durch mehrere Mitarbeiter. Die Befunde aller drei Nährmedien 
aller Einzeltierkotproben aller Tiere der 20 Herden wurden untereinander gelistet und 
systematisch das erste, zweite oder dritte Nährmedium ausgewählt. Dieses 
ausgewählte Nährmedium wurde mit dem Ergebnis der Untersuchung von drei 
Nährmedien verglichen. 
 
3.8 Festlegung des Herdenstatus 
Als Paratuberkulose–positiv wurde eine Herde eingestuft, sofern in einer der 
eingesandten Proben MAP nachgewiesen wurde. Das gilt in gleicher Weise für die 
Stichprobenuntersuchung und die Umgebungskotprobenuntersuchung. 
In Paratuberkulose–negativen Herden ist in der aktuellen Untersuchung kein 
Nachweis des Erregers erfolgt. Dazu zählen auch die als „historisch frei“ geltenden 
Herden, welche in den letzten drei Jahren regelmäßig Kotproben einsandten, dabei 
kein Erregernachweis auftrat, und sich dieses auch in dieser Untersuchung bestätigt. 
 
3.9 Serologische Untersuchung Milchproben: Probenaufbereitung 
Die Milchproben wurden jeweils bestandsweise zusammengefasst und in 50 ml 
Zentrifugenröhrchen (Fa. VWR, Darmstadt, Deutschland) gepoolt. Der Hersteller des 
Aufbereitungskits empfahl die Anwendung von zu 25 Tieren gepoolten Milchproben. 
Im Rahmen dieser Versuchsanstellung wurden die Proben in gleicher Weise zu 
50 Tieren gepoolt und aufbereitet, um eine Zeit– und Kostenersparnis zu erzielen. 
War die Probenanzahl pro Betrieb nicht durch 25 beziehungsweise 50 teilbar, so 
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entstand ein Restpool, in den die überzähligen Milchproben auf 50 ml 
Reaktionsgefäße verteilt wurden. Es kamen 262 Pools zur Untersuchung. In der 
statistischen Auswertung fanden Restpools keine Beachtung, so dass 244 Pools 
beurteilt wurden. Bei Anlieferung war die Milch auf 4°C bis 6°C gekühlt und in einer 
5 %igen Natriumacid–Lösung konserviert. Die Milchproben wurden binnen zwei 
Tagen nach Anlieferung gepoolt und bei –20°C gelage rt. Vor der Weiterbearbeitung 
wurden die Proben über Nacht im Kühlschrank bei 4°C  aufgetaut. 
Die Poolproben wurden mittels des Cattletype Milk Prep der Fa. LDL, Leipzig, 
Deutschland aufbereitet. Das Testkit ermöglicht eine Anreicherung der in der Probe 
vorhandenen Antikörper, so dass beim nachfolgenden Einsatz im Enzyme Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA) eine erhöhte Sensitivität erzielt wird. 
Die Anwendung des Testkits erfolgte nach Herstellerangaben. Die genannten 
Reagenzien sind Bestandteile des Cattletype Milk Prep der Fa. LDL. Zunächst wurde 
das Milchcasein gefällt (Fällungsreagenz) und durch 15–minütige Zentrifugation bei 
4°C und 3800 x g entfernt (Heraeus Kühl–Biofuge pri mo R). Nachfolgend wurde mit 
dem Neutralisationspuffer der korrekte pH–Wert eingestellt. Nach Zugabe einer 
Matrix–Suspension wurden die Proben zwei Stunden bei Raumtemperatur unter 
leichter Bewegung (Schüttler GFL Typ 3006 bei 100 Umdrehungen/ min) inkubiert. In 
der Milchprobe eventuell enthaltene Antikörper (ImmunglobulinG) verbanden sich mit 
der eingesetzten Matrix. Nach erneuter Zentrifugation (5 Minuten, bei 4°C und 
3000 x g) wurde der Überstand mit Hilfe einer Wasserstrahlpumpe abgenommen und 
die als Pellet am Boden zurückbleibende Matrix mit den gebundenen Antikörpern in 
einen Spin Filter pipettiert. Ungebundene Bestandteile wurden durch eine 
nachfolgende Zentrifugation und mehrere Waschschritte entfernt. Nach Zugabe von 
Elutionspuffer wurden die gebundenen Antikörper aus der Matrix in konzentrierter 
Form ausgewaschen. Das dabei gewonnene Eluat wurde bei –20°C gelagert. 
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3.10 Serologische Untersuchung Milchproben: Enzyme Linked Immunosorbent 
Assay 
Die aus den gepoolten Milchproben gewonnenen Eluate wurden mit Hilfe von zwei 
verschiedenen Enzyme Linked Immunosorbent Assays (ELISAs) auf das 
Vorhandensein von Antikörpern gegen MAP untersucht. 
 
1. Cattletype MAP Ab (LDL) 
(Zul. Nr. FLI–B 471) 
Die Anwendung des Cattletype MAP Ab erfolgte nach Herstellerangaben, die 
verwendeten Reagenzien sind im Testkit enthalten. Die aufgetauten Eluate wurden 
90 Minuten mit inaktivierten Mycobacterium phlei–Extrakt (Verdünnungspuffer) 
vorinkubiert um Kreuzreaktionen der Antigene auf der Festphase mit Antikörpern 
atypischer Mycobakterien zu vermeiden. Danach wurden die Testplatten mit jeweils 
92 Eluaten und zwei Negativ–, sowie zwei Positivkontrollen befüllt. Die Testplatte ist 
mit MAP–Antigen beschichtet. Im Eluat enthaltene MAP–Antikörper können an das 
Antigen binden. Nachdem die Proben über Nacht bei 4°C inkubiert wurden, wurde 
ungebundenes Material mit 3 x 300 µl Waschpuffer (Tecan M8/4R Washer) entfernt. 
Jede Kavität wurde anschließend mit 100 µl Peroxidase–konjugierten  
anti–Wiederkäuer–IgG–Antikörpern (Konjugat) befüllt und nach 30–minütiger 
Inkubation erneut mit 3 x 300 µl Waschpuffer gewaschen. Durch Zugabe von 100 µl 
Substrat je Kavität wurde eine Farbreaktion hervorgerufen, die nach 10 Minuten 
durch Zugabe von 100 µl Stopplösung je Kavität unterbrochen wurde. Die 
hervorgerufene Farbreaktion war direkt proportional zur Menge der in der Probe 
befindlichen Antikörper. 
 
2. ID Screen Paratuberculosis Indirect (IDVet) 
(Zul. Nr. FLI–B 443) 
Die Anwendung des ID Screen Paratuberculosis Indirect erfolgte ebenfalls nach 
Herstellerangaben, die verwendeten Reagenzien sind im Testkit enthalten. Jeweils 
92 der aufgetauten Eluate wurden in einer 1:2 Verdünnung mit Mycobacterium phlei–
haltigem Verdünnungsmittel auf eine Vorinkubationsplatte aufgetragen. Dazu wurden 
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pro Platte zwei Positiv– und zwei Negativkontrollen 1:12 verdünnt. Nach 30–
minütiger Inkubation bei Raumtemperatur wurden die Proben in eine beschichtete 
Testplatte überführt. Antikörper aus der Probe bildeten einen Antigen–Antikörper–
Komplex mit dem in der Testplatte enthaltenen MAP–Extrakt. Nichtgebundenes 
Material wurde nach 45–minütiger Inkubationszeit bei Raumtemperatur durch 
Waschen mit 3 x 300 µl Waschlösung entfernt. Jeweils 100 µl anti–Wiederkäuer–
IgG–Peroxidase–Konjugat wurden in die Kavitäten gefüllt. Nach 30–minütiger 
Inkubation und erneuten Auswaschens überschüssigen Materials wurde in jede 
Kavität 100 µl Substratlösung gefüllt. Die dadurch hervorgerufene Farbreaktion war 
direkt proportional zur Menge der in der Probe befindlichen Antikörper. Eine starke 
Blaufärbung deutete auf hohe Antikörpergehalte in der Probe hin. Waren keine 
Antikörper in der Probe enthalten, erfolgte kein Farbumschlag. Nach 15 Minuten 
beendeten 100 µl Stopplösung je Kavität die Reaktion. 
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3.11 Serologische Untersuchung Milchproben: Ergebniserfassung 
Unmittelbar im Anschluss an die Zugabe der Stopplösung wurde mit Hilfe eines 
Photometers (Tecan Reader Sunrise Tecan Basic, Software: Magellan) die optische 
Dichte (OD) bei einer Wellenlänge von 450 nm gemessen. 
 
1. Cattletype MAP Ab (LDL) 
Aus den optischen Dichten der Negativ– und Positivkontrollen wurde jeweils der 
Mittelwert berechnet. Der Mittelwert der optischen Dichten der Negativkontrollen 
(Mittelwert ODNegativkontrolle) wurde jeweils von der optischen Dichte der Probe 
(ODProbe) und vom Mittelwert der optischen Dichte der Positivkontrolle 
(Mittelwert ODPositivkontrolle) abgezogen. Das Verhältnis der optischen Dichten der 
Probe (ODProbe) zur optischen Dichte der Positivkontrolle (Mittelwert ODPositivkontrolle) 
wurde nach folgender Formel berechnet: 
 
S / P– Quotient = 
OD Probe – Mittelwert OD Negativkontrollen 
Mittelwert OD Positivkontrollen – Mittelwert OD Negativkontrollen 
 
Formel 1: Formel zur Errechnung des S / P–Quotienten, Cattletype MAP Ab (LDL) 
 
Zur Ergebniserfassung wurde nach Angaben des Herstellers folgende S / P–
Quotienten zugrunde gelegt: 
 
Negativ S / P–Quotient < 0,8 
Verdächtig S / P–Quotient 0,8 bis 1,0 
Positiv S / P–Quotient > 1,0 
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2. ID Screen Paratuberculosis Indirect (IDVet) 
Aus den optischen Dichten der Negativ– und Positivkontrollen wurde jeweils der 
Mittelwert berechnet. Der Mittelwert der optischen Dichten der Negativkontrollen 
(Mittelwert ODNegativkontrolle) wurde jeweils von der optischen Dichte der Probe 
(ODProbe) und vom Mittelwert der optischen Dichte der Positivkontrolle 
(Mittelwert ODPositivkontrolle) abgezogen. Das prozentuale Verhältnis der optischen 
Dichte der Proben (ODProbe) zur optischen Dichte der Positivkontrolle (Mittelwert 
ODPositivkontrolle) wurde nach folgender Formel berechnet: 
 
S / P = 
OD Probe – Mittelwert OD Negativkontrollen 
x 100 
Mittelwert OD Positivkontrollen – Mittelwert OD Negativkontrollen 
 
Formel 2: Formel zur Errechnung des S / P–Quotienten, IDVet Paratuberculosis 
Indirect (IDVet) 
 
Nach Anwendervorschrift wurde zur Ergebniserfassung folgende S / P– Werte 
verwandt: 
 
Negativ S / P–Quotient ≤ 35 % 
Verdächtig S / P–Quotient 35 % bis 45 % 
Positiv S / P–Quotient ≥ 45 % 
 
3.12 Statistische Analyse 
Wies eine der dreifach beimpften Kulturen ein bestätigtes Wachstum von MAP auf, 
so galt das Tier beziehungsweise die Umgebungskotprobe als positiv. Kam es zum 
Wachstum in zwei oder drei der beimpften Röhrchen, war das Röhrchen mit dem 
höchsten Ergebnis maßgebend für die eingestufte Quantität. 
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Die angegebenen Einzeltierprävalenzen wurden als Anteil der MAP–positiven Rinder 
an der Tieranzahl des Bestandes, mit einem Alter über 24 Monaten, errechnet. Die 
prozentualen Angaben der negativen und nicht auswertbaren Kotkulturen beziehen 
sich ebenfalls auf den Tierbestand über 24 Monaten. Befunde der 
Umgebungskotproben wurden getrennt nach Frühjahr und Sommer betrachtet. Die 
Darstellung der MAP–positiven, MAP–negativen und nicht auswertbaren Befunde 
erfolgte getrennt nach Entnahmeort in der Stallumgebung. 
Ergebnisse der ELISA–Untersuchungen wurden mit Hilfe der Software Microsoft 
Excel 2007 (Fa. Microsoft Corporation) ausgewertet. 
Die Statistiksoftware SPSS 11.5 für Windows (Fa. SPSS Inc., Ilinois, Chicago, USA) 
diente zur Berechnung von Korrelationen und zum Erstellen von Kreuztabellen. Zur 
Überprüfung der Normalverteilung diente der Kolmogorov–Smirnov–Test. Mittels χ2–
Test wurden die Ergebnisse auf Inhomogenität getestet. Ergebnisse der 
Einzeltierprävalenzen, Umgebungskotprobenbefundung, 25er ELISA LDL, 50er 
ELISA LDL, 25er ELISA IDVet und 50er ELISA IDVet wurden je Herde 
gegeneinander getestet. Zur Überprüfung eines Zusammenhanges zwischen 
Einzeltierprävalenz und Umgebungskotprobenbefundung, sowie der Befundung der 
Stichprobe diente der nichtparametrische Korrelationskoeffizient nach Spearman. Die 
Art des Verhältnisses wurde mit einem einfachen linearen Regressionsmodell 
beschrieben. Es wurde eine Irrtumswahrscheinlichkeit von 5 % 





4.1 Untersuchungen der Einzeltierkotproben 
Die vorliegende Studie beinhaltet die Ergebnisse kultureller Untersuchungen von 
5063 Rindern im Alter von über 24 Monaten aus 20 Thüringer Milchviehbetrieben. 
 
Tabelle 3: Herdencharakteristik der Einzeltierkotproben 
Betrieb 








[n] [%] [n] [%] [n] [%] 
A 224 0 0 221 98,7 3 1,3 
B 301 13 4,3 288 95,7 0 0 
C 236 10 4,2 225 95,3 1 0,4 
D 259 13 5,0 239 92,3 7 2,7 
E 182 13 7,1 169 92,9 0 0 
F 168 14 8,3 154 91,7 0 0 
G 150 9 6 141 94 0 0 
H 198 7 3,5 191 96,5 0 0 
I 322 19 5,9 303 94,1 0 0 
J 465 32 6,9 430 92,5 3 0,6 
K 211 0 0 211 100 0 0 
L 538 26 4,8 512 95,2 0 0 
M 40 1 2,5 39 97,5 0 0 
N 380 16 4,2 364 95,8 0 0 
O 204 1 0,5 203 99,5 0 0 
P 253 0 0 253 100 0 0 
Q 417 0 0 416 99,8 1 0,2 
R 195 66 33,9 129 66,1 0 0 
S 135 56 41,5 59 43,7 20 14,8 
T 185 22 11,9 163 88,1 0 0 
SUMME 5063 318 6,3 4710 93,0 35 0,7 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n = Anzahl 
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Bei 318 Tieren (6,3 %) wurde ein positiver Nachweis von MAP geführt. 
4710 Kulturen (93 %) zeigten kein Wachstum von MAP. 35 Kulturen (0,7 %) waren 
so stark kontaminiert, dass eine Auswertung nicht möglich war (Tabelle 3). 
Es wurden vier Herden (Bestand A, K, P, Q) als Paratuberkulose–negativ identifiziert. 
Dabei handelt es sich bei zwei der Paratuberkulose–negativen Betriebe (Bestand A 
und K) um Betriebe, deren Tiere in den Vorjahren einen Nachweis von MAP hatten. 
Bestände P und Q sind historisch–freie Betriebe ohne einen Erregernachweis in den 
vorangegangenen und der aktuellen Untersuchung. Von den 20 zu untersuchenden 
Herden wurden 16 als Paratuberkulose–positiv kategorisiert. Dabei hatten 13 Herden 
eine niedrige Prävalenz (> 0 % bis 10 %) und drei Herden zeigten eine hohe 
Prävalenz (> 10 %).  
 
4.2 Untersuchungen der Umgebungskotproben 
Die teilnehmenden Rinderbetriebe wurden im Frühjahr und im Sommer an jeweils 
fünf definierten Bereichen des Stalls, die stark und von großen Teilen der Herde 
täglich frequentiert werden, beprobt. Insgesamt wurden 100 Umgebungskotproben 
im Frühjahr und 100 Umgebungskotproben im Sommer untersucht. 
Von im Frühjahr entnommenen Umgebungskotproben zeigten 18 Proben (18 %) ein 
Wachstum von MAP. In 76 Proben (76 %) ließ sich kein Paratuberkuloseerreger 
nachweisen. In sechs Proben (6 %) war auf Grund sekundärer Kontaminationen 
durch Pilze, Hefen oder Fremdbakterien kein Ergebnis in einer der drei Kulturen 
ermittelbar (Tabelle 4). 
Die Untersuchungen der Abkalbebereiche lieferten keine positiven Kulturergebnisse. 
Am häufigsten waren Proben, die im Haupttriebweg oder im Melkbereich 
einschließlich des Vorwartehofes entnommen wurden, mit MAP bewachsen: Jeweils 
sechs der 18 positiven Erreger–Nachweise (33,3 %) waren aus Proben dieser 
Lokalisationen zu verifizieren. In vier Betrieben erbrachte die Kultivierung aus dem 
Laufbereich der Tiere einen positiven MAP–Nachweis (22,2 %). Zwei der 18 
positiven MAP–Befunde (11,1 %) entstammen Proben, die im Übergang zum 
Kälberbereich entnommen wurden (Tabelle 4). 
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Tabelle 4: Befunde der Kultivierung von im Frühjahr entnommenen 










[n] [%] [n] [%] [n] [%] 
Abkalbebereich 0 0 19 25 1 16,7 20 
Melkbereich/ 
Vorwartehof 
6 33,3 12 15,8 2 33,3 20 
Haupttriebweg 6 33,3 13 17,1 1 16.7 20 
Laufbereich 4 22,2 16 21,1 0 0 20 
Übergang zu 
den Kälbern 
2 11,1 16 21,1 2 33,3 20 
 18 100 76 100 6 100 100 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n = Anzahl, UP = Umgebungskotproben 
 
Umgebungskotproben, die im Sommer entnommen wurden, zeigten im Vergleich zu 
denen, die im Frühjahr gewonnen wurden eine auffällig hohe Kontaminationsrate 
(Tabelle 5). Trotz wiederholtem Dreifach–Ansatz und verstärkter Dekontamination, 
wiesen 23 Proben (23 %) eine sehr starke Kontamination (K4) auf und wurden als 
nicht auswertbar eingestuft. Sieben Proben (7 %) zeigten ein Wachstum von MAP. In 





Tabelle 5: Befunde der Kultivierung von im Sommer entnommenen 










[n] [%] [n] [%] [n] [%] 
Abkalbebereich 1 14,3 16 22,9 3 13 20 
Melkbereich/ 
Vorwartehof 
3 42,9 9 12,9 8 34,8 20 
Haupttriebweg 1 14,3 15 21,4 4 17,4 20 
Laufbereich 2 28,6 16 22,9 2 8,7 20 
Übergang zu 
den Kälbern 
0 0 14 20 6 26,1 20 
 7 100 70 100 23 100 100 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n = Anzahl, UP = Umgebungskotproben 
 
In Tabelle 6 ist die Kontamination der entnommenen Umgebungskotproben 
dargestellt. Auffällig ist der hohe Anteil starker (K3) und sehr starker (K4) 
Kontamination der im Sommer entnommenen Umgebungskotproben. Bei den im 
Frühjahr entnommenen Umgebungskotproben zeigten sieben Primärkulturen eine 
sehr starke (K4) Kontamination, wohingegen 65 Proben der im Sommer 
entnommenen Umgebungskotproben in der Primärkultur so stark kontaminiert (K4) 
waren, dass eine Auswertung nicht möglich war. Weitere 33 Proben des 

















K0 61 8 7 9 
K1 0 0 0 0 
K2 21 2 3 17 
K3 11 4 25 41 
K4 (n. a.) 7 21 65 33 
Summe 100 35 100 100 
K0 = ohne Kontamination; K1 = geringe Kontamination (Fremdflora von 1 bis 2 mm); K2 = mäßige 
Kontamination; K3 = starke Kontamination (Fremdflora < Hälfte des Nährbodens); K4 = sehr starke 
Kontamination (Fremdflora > Hälfte des Nährbodens = Befundung als „nicht auswertbar“) 
 
Tabelle 7 stellt den Nutzen der Wiederholungskultur dar. In der Primärkultur, der im 
Frühjahr entnommenen Umgebungskotproben waren 17 Kulturen MAP–positiv. Eine 
weitere konnte durch die zusätzliche Wiederholungskultur nachgewiesen werden. 
Sieben Primärkulturen waren nicht auswertbar, durch die zusätzliche 
Wiederholungskultur wurden nur sechs Umgebungskotproben als nicht auswertbar 
befundet. Im Sommer zeigten 65 Umgebungskotproben der Primärkultur eine so 
starke Kontamination (K4), dass eine Auswertung nicht möglich war. Mit Hilfe der 
Wiederholungskultur war es möglich in 42 Umgebungskotproben doch noch einen 
Befund zu ermitteln. 23 der im Sommer entnommenen Umgebungskotproben zeigten 
sowohl eine sehr starke Kontamination (K4) in der Primärkultur als auch in der 
Wiederholungskultur und waren abschließend nicht auswertbar. Fünf, der im 
Sommer entnommenen, Umgebungskotproben zeigten in der Primärkultur ein 
Wachstum von MAP. Das Wachstum von MAP konnte auf weiteren zwei 
Umgebungskotproben der Wiederholungskultur nachgewiesen werden (Tabelle 7). In 





Tabelle 7: Ergebnisse der wiederholten Umgebungskotproben im Verhältnis zu den 
Ergebnissen der Primärkultur, getrennt nach Frühjahr und Sommer 
 Frühjahr Sommer 
Primärkultur MAP + 17 5 
Wiederholungskultur MAP + 0 2 
Wiederholungskultur MAP – 0 1 
Wiederholungskultur MAP n. a. 0 2 
Wiederholungskultur nicht durchgeführt 17 0 
Primärkultur MAP – 76 30 
Wiederholungskultur MAP + 1 2 
Wiederholungskultur MAP – 12 20 
Wiederholungskultur MAP n. a. 15 8 
Wiederholungskultur nicht durchgeführt 48 0 
Primärkultur MAP n. a. 7 65 
Wiederholungskultur MAP + 0 0 
Wiederholungskultur MAP – 1 42 
Wiederholungskultur MAP n. a. 6 23 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar 
 
Die Ergebnisse der Umgebungskotproben und die ermittelte Einzeltierprävalenz ist in 
Tabelle 8 entsprechend der Betriebe zusammengefasst. Umgebungskotproben, die 
im Sommer entnommen wurden, waren zu fast einem Viertel (23 %) nicht 
auswertbar. Die Anzucht von MAP gelang häufiger aus Proben, die im Frühjahr 





Tabelle 8: Anzahl und Anteil positiver, negativer und nicht auswertbarer 
























A 0 0 5 0 0 3 2 
B 4,3 0 3 2 0 4 1 
C 4,2 0 4 1 0 4 1 
D 5,0 1 4 0 0 4 1 
E 7,1 2 3 0 0 4 1 
F 8,3 2 3 0 1 3 1 
G 6 0 5 0 0 3 2 
H 3,5 0 5 0 0 4 1 
I 5,9 3 2 0 0 5 0 
J 6,9 1 4 0 0 5 0 
K 0 0 5 0 0 5 0 
L 4,8 2 2 1 1 3 1 
M 2,5 0 5 0 0 3 2 
N 4,2 0 3 2 0 2 3 
O 0,5 0 5 0 0 4 1 
P 0 0 5 0 0 3 2 
Q 0 0 5 0 0 2 3 
R 33,9 1 4 0 0 4 1 
S 41,5 3 2 0 3 2 0 
T 11,9 3 2 0 2 3 0 
  18 76 6 7 70 23 




4.3 Klimatische Verhältnisse am Tag der Probenentnahme der 
Umgebungskotproben 
In Tabelle 9 sind die klimatischen Verhältnisse (Temperatur, relative Luftfeuchte) am 
Tag der Probenentnahme der Umgebungskotproben aufgelistet. 
Tabelle 9: Klimadaten zum Tag der Entnahme der Umgebungskotproben 
 













A 6,5 62,5 18,8 61 
B 10,8 78 16,7 67,1 
C 10,8 78 16,7 67,1 
D 6,5 62,5 14,7 73,8 
E 7,5 68,2 21,9 73,6 
F 10,8 78 20,3 73,3 
G 9 86 17,9 79,5 
H 5,6 97 19,7 80,8 
I 5,6 97 22,7 74,9 
J 7,3 69,3 22,7 74,9 
K 6,7 70 18,1 65,6 
L 10,8 78 16,7 67,1 
M 13,2 71,6 20,8 68,7 
N 10,8 78 20,3 73,3 
O 9 86 17,9 79,5 
P 9 86 17,9 79,5 
Q 9,5 85 16 81,6 
R 7,6 66,5 20,3 73,3 
S 4,6 64,1 13,7 64,8 
T 7 62 18,1 65,6 
Mittelwert 8,4 76,2 18,6 72,3 




• = mittlerer Luftzustand Frühjahr (Temperatur t = 8,4°C; relative Luftfeuchtigkeit φ = 76,2 %; Dichte 
ρ = 1,25 kg/m³; Taupunkttemperatur tt = 4,5°C; Wassergehalt x = 5,2 g/kg) 
■ = mittlerer Luftzustand Sommer (Temperatur t = 18,6°C; relative Luftfeuchtigkeit φ = 72,3 %; Dichte 
ρ = 1,20 kg/m³; Taupunkttemperatur tt = 13,5°C; Wassergehalt x = 9,6 g/kg) 
Abbildung 2: Molier h–x–Diagramm zur Darstellung der unterschiedlichen 
Luftzustände bei der Entnahme von Umgebungskotproben im Frühjahr und im 
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mittlerer Luftzustand Frühjahr
mittlerer Luftzustand Sommer
Luftdruck [Pa] 1013,25 hPa
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In Abbildung 2 sind die mittleren Umgebungsluftzustände der Tage der 
Probenentnahme im Frühling und im Sommer aus Tabelle 9 eingetragen. Die 
Abbildung veranschaulicht einen erhöhten Wassergehalt in der Umgebungsluft im 
Sommer (9,6 g/kg) im Vergleich zum Frühjahr (5,2 g/kg). 
 
4.4 Kalkulation einer Stichprobe 
In Tabelle 10 sind die Ergebnisse der Stichprobenbeurteilung getrennt nach 
Betrieben aufgelistet. Durch das Programm FreeCalc 2.0 (CAMERON und 
BALDOCK 1998) wurden Stichprobengrößen von 40 bis 80 Tieren kalkuliert. Bei 
einer retrospektiven Stichprobenuntersuchung wurden 1458 Einzeltiere aus den 
20 Betrieben betrachtet. 
Die vier MAP–negativen Bestände (Bestand A, K, P und Q) waren entsprechend 
auch in der Stichprobenuntersuchung MAP–negativ. Von den 16 MAP–positiven 
Beständen wurden 15 Herden (93,7 %) mittels Stichprobenuntersuchung als Bestand 
mit Paratuberkulosevorkommen identifiziert. Bestand O, welcher nur eine MAP–
positive Reagente bei einer Tierzahl von 204 Rindern hatte, wäre durch eine 
Stichprobenuntersuchung als falsch–negativ beurteilt wurden (Tabelle 10). 
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[n] [%] [n] [%] 
Herden ohne MAP–Nachweis 
A 224 0 0 76 0 0 
K 211 0 0 71 0 0 
P 253 0 0 74 0 0 
Q 417 0 0 78 0 0 
Herden mit MAP–Nachweis 
B 301 13 4,3 77 4 5,2 
C 236 10 4,2 74 1 1,4 
D 259 13 5 76 6 7,9 
E 182 13 7,1 73 4 5,5 
F 168 14 8,3 75 7 9,3 
G 150 9 6 67 6 9 
H 198 7 3,5 73 5 6,8 
I 322 19 5,9 78 3 3,8 
J 465 32 6,9 80 5 6,3 
L 538 26 4,8 80 7 8,8 
M 40 1 2,5 40 1 2,5 
N 380 16 4,2 78 3 3,8 
O 204 1 0,5 75 0 0 
R 195 66 33,9 72 25 34,7 
S 135 56 41,5 67 27 40,3 
T 185 22 11,9 74 8 10,8 
SUMME 5063 318 6,3 1458 112 7,8 




4.5 Betrachtung von jeweils einem Nährmedium pro Einzeltierkotprobe 
Bei der Auswertung von drei Kulturröhrchen pro Einzeltierkotprobe konnten 270 Tiere 
als Ausscheidertiere von MAP ermittelt werden. In Tabelle 11 ist die Betrachtung nur 
eines Nährmediums pro Tier dargestellt, so dass die vorliegende Studie direkt der 
Studie von DONAT et al. (2011) gegenübergestellt werden kann. Die Betrachtung 
von „Röhrchen 1“ ergab 164 MAP–positive Tiere; „Röhrchen 2“ lieferte 
178 Paratuberkulosebefunde und „Röhrchen 3“ isoliert bewertet, ergab 
146 Paratuberkulose–positive Rinder. Bei der Verwendung von nur einem 
Kulturröhrchen ist von einer Sensitivität der Methode von 60,2 % im Vergleich zur 
Verwendung von drei Kulturröhrchen auszugehen. 
Der Anteil nicht auswertbarer Proben wurde durch die Verwendung von drei 
Kulturröhrchen im Mittel um das 4,75fache gesenkt. Der Gebrauch von nur einem 
Nährmedium ergab 143 („Röhrchen 1“), 177 („Röhrchen 3“) beziehungsweise 
179 („Röhrchen 2“) nicht auswertbare Proben. Durch die zwei weiteren 
Kulturröhrchen wurden nur 35 Proben als nicht auswertbar eingestuft. 
 
Tabelle 11: Kalkulation der Sensitivität des Untersuchungsansatzes mit einem 
Kulturröhrchen im Vergleich zum Untersuchungsansatz mit drei Kulturröhrchen durch 









[n] [n] [n] [%] 
Röhrchen 1 bis 3 4710 35 270 100 
nur Röhrchen 1 4708 143 164 60,7* 
nur Röhrchen 2 4658 179 178 65,9** 
nur Röhrchen 3 4692 177 146 54,1*** 
Mittelwert von nur 
Röhrchen 1,2 oder 3 
4686 166,3 162,7 60,2 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n = Anzahl 
* = Anzahl Röhrchen 1 MAP–positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
** = Anzahl Röhrchen 2 MAP–positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
*** = Anzahl Röhrchen 3 MAP–positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
Ergebnisse 
55 
In Tabelle 22 (Anhang) sind die einzelnen MAP–Befunde nach Kulturröhrchen und 
Betrieben getrennt aufgelistet. Die Verwendung nur eines Kulturröhrchens je 
untersuchter Einzeltierkotprobe senkte den Anteil MAP–positiver Befunde am 
Untersuchungsgut von 6,6 % („Röhrchen 1, 2 und 3“) auf 3,9 % („Röhrchen 1), 4,3 % 
(„Röhrchen 2“) beziehungsweise 3,6 % („Röhrchen 3“). Der Anteil nicht auswertbarer 
Einzeltierkotproben bei Verwendung nur eines Kulturröhrchens ist dahingegen höher: 
Im Mittel waren bei Betrachtung nur eines Kulturröhrchens je Einzeltierkotprobe 
3,6 % („Röhrchen 1“), 4,4 % („Röhrchen 2“) beziehungsweise 4,2 % („Röhrchen 3“) 
so stark kontaminiert, dass eine Auswertung nicht möglich war. Durch die zwei 
weiteren Kulturröhrchen waren nur 1,2 % („Röhrchen 1, 2 und 3“) nicht auswertbar 
(Tabelle 22). 
In Tabelle 12 ist die Betrachtung nur eines Nährmediums pro Einzeltierkotprobe im 




Tabelle 12: Kalkulation der Sensitivität des Untersuchungsansatzes mit einem 
Kulturröhrchen im Vergleich zum Untersuchungsansatz mit drei Kulturröhrchen durch 
Betrachtung von jeweils einem Nährmedium pro Einzeltierkotprobe, getrennt nach 














[n] [n] [%]* [n] [%]** [n] [%]*** 
A 224 0 0 ∞ 0 ∞ 0 ∞ 
B 297 9 7 77,8 6 66,7 4 44,4 
C 236 10 5 50 7 70 3 30 
D 255 9 5 55,6 6 66,7 6 66,7 
E 182 13 7 53,8 9 69,2 10 76,9 
F 168 14 7 50 7 50 7 50 
G 150 9 4 44,4 6 66,7 7 77,8 
H 198 7 4 57,1 5 71,4 5 71,4 
I 318 15 10 66,7 9 60 8 53,3 
J 465 32 20 62,5 22 68,8 17 53,1 
K 211 0 0 ∞ 0 ∞ 0 ∞ 
L 529 17 10 58,8 7 41,2 6 35,3 
M 40 1 0 0 0 0 1 100 
N 378 14 8 57,1 9 64,3 8 57,1 
O 204 1 0 0 0 0 1 100 
P 253 0 0 ∞ 0 ∞ 0 ∞ 
Q 417 0 0 ∞ 0 ∞ 0 ∞ 
R 195 66 38 57,6 47 71,2 37 56,1 
S 110 31 20 64,5 20 64,5 13 41,9 
T 185 22 19 86,4 18 81,8 13 59,1 
SUMME 5015 270 164  178  146  
+ = positiv, n = Anzahl, ∞ = mathematisch nicht durchführbar 
* = Anzahl Röhrchen 1 MAP positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
** = Anzahl Röhrchen 2 MAP positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
*** = Anzahl Röhrchen 3 MAP positiv/ Anzahl Röhrchen 1 bis 3 positiv 
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4.6 Untersuchungen der Milchproben 
Die Ergebnisse der gepoolten und aufbereiteten Milchproben sind in den 
Abbildungen 3 bis 6 getrennt nach ELISA–Testkit und Poolgröße dargestellt. In den 
Abbildungen 3 und 5 sind die Ergebnisse der 25er Milchpools aufgeführt, die 
Abbildungen 4 und 6 zeigen jeweils die Ergebnisse der aus Milch von 50 Tieren 
gepoolten Milchproben. 
 
4.6.1 LDL Cattletype MAP Ab 25er Milchpools 
Abbildung 3 zeigt die anteilige Verteilung der Ergebnisse im LDL Cattetype MAP Ab 
der zu 25 Tieren gepoolten Milchproben. Die Poolanzahl betrug 165. Mit diesem 
Testkit wurden 60 Milchpools als positiv, 90 als negativ und 15 als verdächtig 
klassifiziert. Die in der Studie als historisch negativ geführten Betriebe zeigten 
Ergebnisse mit stark positiven Werten. 
 
Abbildung 3: Anzahl positiver, verdächtiger und negativer Milchpools, getrennt nach 
Betrieben, aus Milchproben, die aus 25 Tieren eines Betriebes gepoolt und im ELISA 
LDL Cattletype MAP Ab untersucht wurden (HF = historisch frei, 
































4.6.2 LDL Cattletype MAP Ab 50er Milchpools 
In Abbildung 4 sind die Ergebnisse der Untersuchungen der zu 50 Tieren gepoolten 
Milchproben mit dem LDL Cattletype MAP Ab dargestellt. Von 79 untersuchten 
Milchpools waren 34 positiv, 37 negativ und 8 Pools verdächtig. Die in der Studie als 
historisch negativ geführten Betriebe zeigten Ergebnisse mit stark positiven Werten. 
 
Abbildung 4: Anzahl positiver, verdächtiger und negativer Milchpools, getrennt nach 
Betrieben, aus Milchproben, die aus 50 Tieren eines Betriebes gepoolt und im ELISA 
LDL Cattletype MAP Ab untersucht wurden (HF = historisch frei, 

































4.6.3 ID Screen Paratuberculosis Indirect 25er Milchpools 
Abbildung 5 zeigt die anteilige Verteilung der Ergebnisse im ELISA ID Screen 
Paratuberculosis Indirect der zu 25 Tieren gepoolten Milchproben. Aus 165 Pools 
wurden 87 positive, 34 verdächtige und 44 negative Antikörpernachweise gegen 
MAP ermittelt. Auch hier zeigten die in der Studie als historisch negativ geführten 
Betriebe Ergebnisse mit stark positiven Werten. 
 
 
Abbildung 5: Anzahl positiver, verdächtiger und negativer Milchpools, getrennt nach 
Betrieben, aus Milchproben, die aus 25 Tieren eines Betriebes gepoolt und im ELISA 
ID Screen Paratuberculosis Indirect untersucht wurden (HF = historisch frei, 

































4.6.4 ID Screen Paratuberculosis Indirect 50er Milchpools 
In Abbildung 6 sind die Ergebnisse der Untersuchung der zu 50 Tieren gepoolten 
Milchproben mit dem ID Screen Paratuberculosis Indirect–Testkit dargestellt. Aus 
79 Milchpools gingen 43 positive, 14 verdächtige und 22 negative Werte hervor. Die 




Abbildung 6: Anzahl positiver, verdächtiger und negativer Milchpools, getrennt nach 
Betrieben, aus Milchproben, die aus 50 Tieren eines Betriebes gepoolt und im ELISA 
ID Screen Paratuberculosis Indirect untersucht wurden (HF = historisch frei, 


































4.7.1 Einzeltierprävalenz und Umgebungskotproben Frühjahr 
Von den 16 MAP–positiven Betrieben wurden mittels Umgebungskotproben im 
Frühjahr neun Betriebe (56,3 %) detektiert. Betrachtet man die Bestände mit einer 
Einzeltierprävalenz über 2 %, so ergibt sich eine Detektionsrate von 60 %: 9 von 
15 Betrieben wurden als Betrieb mit MAP–Vorkommen identifiziert. Betriebe mit einer 














































Befunde der Untersuchungen der 





























































Paratuberkulose–negative Herden mit negativen Umgebungskotproben 
A 0 neg neg neg neg neg neg 
K 0 neg neg neg neg neg neg 
P 0 neg neg neg neg neg neg 
Q 0 neg neg neg neg neg neg 
Paratuberkulose–positive Herden mit negativen Umgebungskotproben 
O 0,49 neg neg neg neg neg neg 
M 2,5 neg neg neg neg neg neg 
H 3,54 neg neg neg neg neg neg 
N 4,21 neg neg n. a. n. a. neg neg 
C 4,24 neg neg neg neg neg n. a. 
B 4,32 neg neg n. a. neg neg n. a. 
G 6 neg neg neg neg neg neg 
Paratuberkulose–positive Herden mit positiven Umgebungskotproben 
L 4,8 2x pos n. a. neg ++ neg + 
D 5,02 1x pos neg + neg neg neg 
I 5,9 3x pos neg + ++++ + neg 
J 6,88 1x pos neg + neg neg neg 
E 7,14 2x pos neg + neg neg ++ 
F 8,33 2x pos neg neg + + neg 
T 11,89 3x pos neg + + + neg 
R 33,85 1x pos neg neg ++ neg neg 
S 41,48 3x pos neg ++++ ++++ +++ neg 
n. a. = nicht auswertbar, neg = kein Nachweis von MAP, +/++/+++/++++ = Anzahl der Kreuze 
beschreibt Quantität positiver MAP–Nachweise, 1x pos = 1 der 5 Umgebungskotproben mit MAP–
Nachweis, 2x pos = 2 der 5 Umgebungskotproben mit MAP–Nachweis, 3x pos = 3 der 
5 Umgebungskotproben mit MAP–Nachweis 
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Keiner der durch Einzelkotproben als MAP–negativ eingestuften Betriebe zeigte 
einen positiven Umgebungskotprobenbefund. Bestände mit niedrigen 
Prävalenzen (0,1 % bis 4,5 %) waren mit Hilfe der Umgebungskotproben nicht 
detektierbar. Prävalenzen über 4,5 % wurden bis auf eine Ausnahme zuverlässig 
erkannt. Im Abkalbebereich war kein MAP–Nachweis zu führen. Durch die 
Beprobung von Melkbereich/Vorwartehof und Haupttriebweg waren neun der 
16 MAP–positiven Betriebe auffindbar (Tabelle 13). 
 
Einzeltierprävalenz und MAP–Nachweise in der Umgebung eines Bestandes sind 
stark voneinander abhängig (Tabelle 14 und Abbildung 7). Die Prüfung mit dem 
Exakten Test nach Fisher verfehlte das Signifikanzniveau knapp (p = 0,094). 
 








negativ 4 7 11 
positiv 0 9 9 
Gesamt 4 16 20 
 
Der Korrelationskoeffizient nach Spearman betrug ρ = 0,797. Die Korrelation ist mit 
p = 0,01 signifikant. 
 
Die Art des Zusammenhanges wird mit folgender Regressionsgleichung (lineares 
Regressionsmodell) dargestellt (Abbildung 7): 
AnteilUmgebungskotproben = 0,093 x AnteilEinzeltierprävalenz + 0,012  
Abbildung 7: Abhängigkeit des Anteils positiver Umgebungskotproben vom Anteil 
positiver Einzeltierkotproben (Einzeltierprävalenz)
 
4.7.2 Einzeltierprävalenz und Umgebungskotproben Sommer
Die im Sommer entnommenen Umgebungskotproben zeigten eine hohe 
Kontaminationsrate. Fast ein Viertel der Proben war auf Grund starker Begle
nicht auswertbar (23 %). Nur in vier der 16 MAP
Erreger auch in den entnommenen Umgebungskotproben nachgewiesen werden. 
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Paratuberkulose–negative Herden mit negativen Umgebungskotproben 
A 0 neg neg n. a. neg neg n. a. 
K 0 neg neg neg neg neg neg 
P 0 neg neg neg neg n. a. n. a. 
Q 0 neg n. a. neg n. a. neg n. a. 
Paratuberkulose–positive Herden mit negativen Umgebungskotproben 
O 0,49 neg neg neg neg n. a. neg 
M 2,5 neg neg neg n. a. neg n. a. 
H 3,54 neg neg n. a. neg neg neg 
N 4,21 neg neg n. a. n. a. neg n. a. 
C 4,24 neg n. a. neg neg neg neg 
B 4,32 neg neg n. a. neg neg neg 
D 5,02 neg neg n. a. neg neg neg 
I 5,9 neg neg neg neg neg neg 
G 6 neg n. a. n. a. neg neg neg 
J 6,88 neg neg neg neg neg neg 
E 7,14 neg neg n. a. neg neg neg 
R 33,85 neg neg n. a. neg neg neg 
Paratuberkulose–positive Herden mit positiven Umgebungskotproben 
L 4,8 1x pos neg + n. a. neg neg 
F 8,33 1x pos + neg neg neg n. a. 
T 11,89 2x pos neg ++ neg +++ neg 
S 41,48 3x pos neg + ++ +++ neg 
n. a. = nicht auswertbar, neg = kein Nachweis von MAP, +/++/+++/++++ = Anzahl der Kreuze 
beschreibt Quantität positiver MAP–Nachweise, 1x pos = 1 der 5 Umgebungskotproben mit MAP–
Nachweis, 2x pos = 2 der 5 Umgebungskotproben mit MAP–Nachweis, 3x pos = 3 der 
5 Umgebungskotproben mit MAP–Nachweis 
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4.7.3 Umgebungskotproben Frühjahr und Umgebungskotproben Sommer 
Tabelle 16 zeigt die Nachweisrate von MAP bei der kulturellen Untersuchung der 
Umgebungskotproben. Aus Proben, die im Frühjahr entnommen wurden, wurde der 
Erreger in 1,9 % (18 aus 94) der Umgebungskotproben angezüchtet. Im Sommer 
waren sieben der 77 Umgebungskotproben MAP–positiv (0,9 %). 
 
Tabelle 16: Anteil positiver und negativer Umgebungskotproben, getrennt nach 






positiv 18 7 
negativ 76 70 
Gesamt 94 77 
 
4.7.4. Vergleich der Einzeltierprävalenz und der errechneten 
Stichprobenuntersuchung 
Die ermittelte Einzeltierprävalenz und die Befunde der systematischen 
Stichprobenuntersuchung eines Bestandes sind stark voneinander abhängig 
(Tabelle 17 und Abbildung 8). Die Prüfung mit dem Exakten Test nach Fisher ergab 
eine hohe Signifikanz (p = 0,001). 
 








negativ 4 1 5 
positiv 0 15 15 
Gesamt 4 16 20 
 
Der Korrelationskoeffizient 
p < 0,01 signifikant. 
Die Art des Zusammenhanges wird mit folgender Regressionsgleichung (lineares 
Regressionsmodell) dargestellt
 
AnteilStichproben = 0,411 x Anteil
 




Die Ergebnisse der Stichprobenuntersuchung
Umgebung eines Bestandes sind stark voneinander abhängig 
Prüfung mit dem Exakten Test nach Fisher
Unterschied. Von den in der Stichprobenuntersuchung 
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nach Spearman betrug ρ = 0,800. Die Korrelation ist 
 (Abbildung 8): 
Einzeltierprävalenz + 0,982  
 
Stichproben vom Anteil positiv
 
 und Umgebungskotproben Frühjahr
 und die MAP–Nachweise in der 










klassifizierten Tieren war keines bei der Untersuchung der Umgebungskotproben 
MAP–positiv; von den in der Stichprobenuntersuchung als MAP–positiv eingestuften 
Tieren wurden jedoch neun in der Untersuchung der Umgebungskotproben ebenfalls 
als MAP–positiv befundet (Tabelle 18). 
 








negativ 5 0 5 
positiv 6 9 15 
Gesamt 11 9 20 
 
Der Korrelationskoeffizient nach Spearman betrug ρ = 0,675. Die Korrelation ist mit 
p = 0,01 signifikant. 
4.7.6 Einzeltierprävalenz und ELISAs 
Es bestand kein signifikanter Zusammenhang zwischen der Einzeltierprävalenz und 
den Ergebnissen aus beiden ELISAs nach der Untersuchung der 25er Milchpools. 
Zwischen Einzeltierprävalenz und Ergebnissen der ELISAs der 50er Milchpools 




Tabelle 19: Kreuztabelle Betriebsstatus Einzeltierkotproben und LDL ELISA 25er 






LDL 25er Pools 
negativ 1 4 5 
fraglich 0 1 1 
positiv 3 11 14 
Gesamt 4 16 20 
Betriebsstatus 
IDVet 25er Pools 
negativ 0 1 1 
fraglich 1 2 3 
positiv 3 13 16 
Gesamt 4 16 20 
Betriebsstatus 
LDL 50er Pools 
negativ 1 6 7 
positiv 3 10 13 
Gesamt 4 16 20 
Betriebsstatus 
IDVet 50er Pools 
fraglich 1 2 3 
positiv 3 13 16 
fehlt 0 1 1 
Gesamt 4 16 20 
 
4.8 Gegenüberstellung der Ergebnisse verschiedener Untersuchungsansätze zur 
Feststellung des Herdenstatus 
In Tabelle 20 sind alle Ergebnisse der Studie getrennt nach Betrieben 
gegenübergestellt. Betriebe mit negativen Einzeltierproben zeigten positive ELISA–
Befunde, nicht jedoch einen positiven Nachweis von MAP in den 




Tabelle 20: Gesamtübersicht 
Bestand 



















A 0 neg neg neg neg neg pos pos 
B 4,32 pos neg neg verd neg pos verd 
C 4,24 pos neg neg pos pos pos pos 
D 5,02 pos pos neg pos pos pos pos 
E 7,14 pos pos neg pos pos pos pos 
F 8,33 pos pos pos neg neg verd pos 
G 6 pos neg neg neg neg pos pos 
H 3,54 pos neg neg neg neg verd verd 
I 5,9 pos pos neg pos pos pos pos 
J 6,88 pos pos neg pos pos pos pos 
K 0 neg neg neg pos pos verd verd 
L 4,83 pos pos pos pos pos pos pos 
M 2,5 pos neg neg neg / neg / 
N 4,21 pos neg neg pos neg pos pos 
O 0,49 neg neg neg pos pos pos pos 
P 0 neg neg neg pos pos pos pos 
Q 0 neg neg neg pos pos pos pos 
R 33,85 pos pos neg pos pos pos pos 
S 41,48 pos pos pos pos pos pos pos 
T 11,89 pos pos pos pos pos pos pos 





Die vorliegende Untersuchung stellt einen Vergleich verschiedener diagnostischer 
Ansätze zur Ermittlung des Paratuberkulose–Status auf Herdenebene dar. 
Im Unterschied zu den meisten bisher vorliegenden Studien zu dieser Fragestellung 
wurden in dieser Arbeit alle Rinder mit einem Alter über 24 Monate eines Bestandes 
beprobt und nach der Amtlichen Methodensammlung (FLI 2010) einzeln kulturell 
untersucht. Damit konnte sowohl der MAP–Herdenstatus, als auch die Prävalenz der 
MAP–Ausscheider mit der sensitivsten der gegenwärtig zur Diagnostik am lebenden 
Tier verfügbaren Methoden ermittelt werden. Dennoch ist auch bei der kulturellen 
Einzeltierkotprobenuntersuchung von keiner 100 %igen Sensitivität auszugehen. Aus 
den Daten der Untersuchungen von KÖHLER et al. (2008a) errechnet sich eine 
Sensitivität der Kotkultur von circa 70 %, Dieser Wert wird auch von RAIZMAN et al. 
(2011a) angenommen. Die Erfassung aller Tiere über 24 Monate wurde durch einen 
Datenabgleich mit der HIT–Datenbank sichergestellt. 
Diese durch die individuelle Untersuchung jedes einzelnen Tieres ermittelte 
Prävalenz dient als Referenzmethode zur Bewertung der Ergebnisse der anderen 
Screening–Methoden. SMITH et al. (2011a) und DONAT et al. (2011) wählten die 
gleiche Referenzmethode. Andere Autoren beziehen sich auf Diagnose–Methoden, 
die durchaus eine schnellere oder auch preiswertere Diagnostik ermöglichen. So 
findet beispielsweise der Nachweis von Antikörpern im ELISA in Serum oder Milch 
(KUDAHL et al. 2008, COLLINS et al. 2010, NIELSEN und TOFT 2011, DENZIN et 
al. 2011, FAILING et al. 2012) oder die Untersuchung gepoolter Einzeltierkotproben 
(RAIZMAN et al. 2011a) Anwendung. 
Als Stärke der vorliegenden Studie ist die Vorauswahl der teilnehmenden Betriebe zu 
sehen. Der Erreger verbreitet sich im Bestand langsam (SMITH et al. 2011a), so 
dass die Einzeltierprävalenzen in 2011 analog zu den Werten aus den Jahren 2008, 
2009 und 2010 zu erwarten waren. Da die teilnehmenden Betrieben seit mehreren 
Jahren unter kultureller Bestandsbeobachtung stehen, konnte eine gezielte 




Das Augenmerk der Studie wurde gezielt auf niedrigprävalente Herden gelegt, da die 
Identifizierung dieser im Rahmen eines Herden–Screenings eine große 
Herausforderung darstellt. 
Die für die Untersuchung ausgewählten 14 Bestände (Bestände A bis N) mit einer 
niedrigen Prävalenz von > 0 % bis 10 % in den vorangegangenen Jahren zeigten in 
der aktuellen Untersuchung Einzeltierprävalenzen von bis zu 8,3 %. In zwei der 
14 Betriebe (Bestand A und K) konnte bei keinem Rind über 24 Monaten in der 
aktuellen Untersuchung ein Wachstum von MAP nachgewiesen werden. Die 
Senkung der Einzeltierprävalenz auf 0 % in den Beständen A und K ist 
möglicherweise auf eine konsequente Merzung der MAP–Ausscheider im Rahmen 
des „Programms zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den Rinderbeständen in 
Thüringen“ zurückzuführen. In Bestand A war in den vergangenen Jahren eine 
abnehmende Einzeltierprävalenz nachzuweisen (Tabelle 2). Durch die Untersuchung 
im Rahmen dieser Studie im Jahr 2011 konnte der Bestand als MAP–negativ 
klassifiziert werden. 
Im Betrieb S waren 20 von 135 kultivierten Proben (14,8 %) durch Überwucherung 
mit einer starken Fremdflora nicht auswertbar (Tabelle 3). Die Häufung der nicht 
auswertbaren Befunde ist auffallend bestandsspezifisch. Eine mögliche Ursache 
könnten Bestandteile des im Betrieb verwendeten Futters sein. Des Weiteren könnte 
eine Ursache in den vorherrschenden Betriebsabläufen des Fütterungsmanagements 
und der Fütterungshygiene zu suchen sein. RAIZMAN et al. (2004) geben an, dass 
stark kontaminierte Proben (> 50 koloniebildende Einheiten) in direktem 
Zusammenhang mit einer hohen Prävalenz (> 30 % positive Pools) stehen. In 
Betrieb S liegt eine hohe Einzeltierprävalenz von 41,5 % vor. 
In der vorliegenden Untersuchung der Einzeltierkotproben wurden je Probe drei 
Kulturen angelegt. Dieses Vorgehen wird durch die Amtliche Methodensammlung 
(FLI 2010) empfohlen. Die Verwendung von drei beimpften Kulturröhrchen pro 
eingesandter Kotprobe erhöht, wie in dieser Studie nachgewiesen, erheblich die 
Sensitivität der kulturellen Untersuchung und vermindert die Anzahl nicht 
auswertbarer Proben (Tabelle 11). Somit ist die Verwendung von drei Kulturröhrchen 
empfehlenswert, jedoch aufwändiger als der bei den Bestandsuntersuchungen im 
Rahmen des „Programms zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den 
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Rinderbeständen in Thüringen“ bisher übliche Ansatz auf einem Kulturröhrchen. 
Nach DONAT et al. (2012) belaufen sich die Kosten pro kulturell zu untersuchender 
Probe auf 19,87 €. 
 
5.1 Umgebungskotproben 
Um eine zukünftige Vereinfachung und Kostenminimierung in der 
Paratuberkulosediagnostik zu erzielen, wurden in der vorliegenden Studie 
Umgebungskotproben entnommen und mit den Ergebnissen der 
Einzeltierkotprävalenzen verglichen. 
Viele der bisherigen Studien bewerteten Umgebungskotproben lediglich im Vergleich 
zu gepoolten Kotproben (BERGHAUS et al. 2006), Stichproben (RAIZMAN et al. 
2004) oder serologischen Diagnoseverfahren (LOMBARD et al. 2006). 
Im Frühjahr entnommene Umgebungskotproben aus Beständen mit einer 
Einzeltierprävalenz von über 4,5 % charakterisieren zuverlässig (90 %) die 
Anwesenheit von Paratuberkulose im Bestand. Bei einer Einzeltierprävalenz über 
2 % wurde eine Detektionsrate von 60 % ermittelt. Die festgestellte Detektionsrate 
MAP–positiver Bestände entspricht weitgehend den Untersuchungsergebnissen 
anderer Autoren. RAIZMAN et al. (2004) ermittelte eine Detektionsrate von 78 %, 
PILLARS et al. (2009a) wiesen eine Detektionsrate von 75 % bei über 2 %iger 
Einzeltierprävalenz nach. DONAT et al. (2011) belegten eine Herdensensitivät von 
87 % bei der Erkennung von Herden mit einer Einzeltierprävalenz von über 2 %. Die 
im Vergleich zu PILLARS et al. (2009a) und RAIZMAN et al. (2004) verminderte 
Detektionsrate erklärt sich aus der gezielten Vorauswahl niedrigprävalenter Betriebe. 
In Gegenzug zu den Untersuchungen von DONAT et al. (2011) wurden in der 
vorliegenden Untersuchung drei HEYM–Röhrchen beimpft, bebrütet und 
ausgewertet. Die Verwendung von nur einem Kulturröhrchen führt zu einer 
Unterschätzung der Einzeltierprävalenz der Bestände. Berücksichtigt man die im 
Punkt 4.4 ermittelte verminderte Sensitivität von 60 %, erhöht sich die von DONAT et 
al. (2011) festgestellte Einzeltierprävalenz zur Erkennung von MAP–infizierten 
Herden durch Umgebungskotproben rechnerisch von 2 % auf 3,3 % durch die 
Verwendung von drei Kulturröhrchen pro Einzeltierkotprobe. 
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Die Spezifität der Umgebungskotprobenuntersuchung in dieser Studie beträgt 100 %. 
Kein durch Einzeltierkotproben als Paratuberkulose–negativ klassifizierter Betrieb 
zeigte in der vorliegenden Umgebungskotprobenuntersuchung einen positiven 
Nachweis von MAP. Bei RAIZMAN et al. (2004) wurde eine „negative“ Herde mittels 
Umgebungskotproben als positiv detektiert. Allerdings erfolgte bei RAIZMAN et al. 
(2004) die Kategorisierung der Herde als „negativ“ an Hand von stichprobenbasierten 
Kotproben. 
Umgebungskotproben, die im Sommer entnommen wurden, zeigten im Vergleich zu 
denen, die im Frühjahr gewonnen wurden eine auffällig hohe Kontaminationsrate. 
Proben, die mit dem Kontaminations–Score 3 oder 4 eingestuft sind, ermöglichen nur 
eine eingeschränkte Beurteilung. Kulturen der Kontaminationsklasse K0 bis K2 sind 
ohne Einschränkungen zu beurteilen. Starke (K3) und sehr starke (K4) 
Kontaminationen sind erschwert beziehungsweise gar nicht zu beurteilen. Insgesamt 
65 Primärkulturen und 33 Wiederholungskulturen waren sehr stark (K4) kontaminiert 
(Tabelle 6). Tabelle 7 veranschaulicht den Nutzen der Wiederholungskultur mit 
verstärkter Dekontamination: Bei 23 Proben waren alle sechs angelegten 
Nährmedien stark kontaminiert und die Proben wurden somit als nicht auswertbar 
befundet. Ohne die zusätzliche Wiederholungskultur wäre die Anzahl nicht 
auswertbarer Proben deutlich höher gewesen. Möglicherweise hemmen 
kontaminierte Nährböden das Wachstum von MAP, so dass Nachweise des Erregers 
in den im Frühjahr entnommenen Umgebungskotproben nicht reproduzierbar waren. 
So konnte im hochprävalenten Betrieb R (33,9 %) kein positives 
Umgebungskotprobenergebnis im Sommer erzielt werden. Rückblickend hatte 
Betrieb R auch eine hohe Kontaminationsbelastung. 
Die Unterschiede im Kontaminierungsgrad zwischen den im Frühjahr und den im 
Sommer entnommenen Umgebungskotproben ergibt sich möglicherweise aus den 
unterschiedlichen Luftzuständen bezüglich Temperatur und Luftfeuchtigkeit zu den 
beiden Jahreszeiten. 
Im Frühjahr waren durchschnittlich 5,2 g/kg und im Sommer 9,6 g/kg Wasser in der 
Umgebungsluft gelöst (Abbildung 2). 5,2 g/kg entsprechen bei einer Dichte von 
1,2 kg/m3 einen Wert von 11,5 g/m3. 9,6 g/kg Wasser in der Umgebungsluft ergeben 
bei einer Dichte von 1,25 kg/m3 einen Wassergehalt von 6,5 g/m3. Durch den fast 
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doppelt so hohen gelösten Wasseranteil in der Sommerluft im Vergleich zu dem der 
Frühlingsluft und durch die im Durchschnitt um 10,2°C höhere 
Umgebungstemperatur ist das Wachstum von Fremdflora in den Sommerproben 
begünstigt. Demzufolge muss von einer Probenentnahme bei heißen Temperaturen 
abgeraten werden. 
FERNANDEZ–SILVA et al. (2011) schätzten bei einer Untersuchung im tropischen 
Kolumbien die Kontamination gepoolter Einzeltier– und Gülleproben auf 8,3 %. 
Dieser Wert erscheint relativ gering. In der vorliegenden Studie handelt es sich im 
Gegensatz zu den Untersuchungen von FERNANDEZ–SILVA et al. (2011) um 
Umgebungskotproben, die per se eine höhere Kontaminationsrate aufweisen. 
In Tabelle 7 ist zu sehen, dass wesentlich mehr nicht auswertbare Primärkulturen der 
Sommer–Umgebungskotproben durch eine Wiederholungskultur befundbar wurden, 
als dies bei den Frühjahr–Umgebungskotproben der Fall war. Das liegt zum einen 
daran, dass im Frühjahr nur die schon nach der 1. Ablesung sehr stark 
kontaminierten Proben wiederholt wurden (35 Proben). Zum anderen wurden alle 
100 Sommer–Umgebungskotproben wiederholt und mit der doppelten Menge ANV 
dekontaminiert. 
Bei der Entnahme der Umgebungskotproben wurde darauf geachtet, Bereiche 
auszuwählen, die stark und von großen Teilen der Herde täglich frequentiert wurden 
beziehungsweise für die Verbreitung der Krankheit innerhalb des Bestandes eine 
epidemiologische Bedeutung haben. So dienten die Lokalisationen „Abkalbebereich“ 
und „Übergang zum Kälberbereich“ der Überprüfung solcher Stallbereiche. Betriebe, 
die am „Programm zur Bekämpfung der Paratuberkulose in den Rinderbeständen in 
Thüringen“ teilnehmen, sind sensibilisiert eine strenge Hygiene vor, während und 
nach der Abkalbung zu verfolgen. Dies würde erklären, dass die Untersuchung der 
Abkalbebereiche in der vorliegenden Studie kein positives Kulturergebnis lieferte. Die 
Wahrscheinlichkeit eines positiven Nachweises von MAP ist in Stallbereichen mit 
frequentem Tierverkehr am höchsten. Insbesondere Proben aus dem Melkbereich 
einschließlich des Vorwartehofes (33,3 %) und Proben des Haupttriebweges 
(33,3 %) gaben eine gute Übersicht. Ähnliche Aussagen sind von PILLARS et al. 
(2009a), SMITH et al. (2011a) und DONAT et al. (2011) bekannt. Laufbereich 
(22,2 %) und Übergang zum Kälberbereich (11,1 %) waren lediglich zusätzlich zu 
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einem Nachweis des Erregers an einer anderen Lokalisation 
(Melkbereich/Vorwartehof oder Haupttriebweg) positiv auf das Vorhandensein von 
MAP. Weiterhin ist in der Literatur das Dunglager als geeignete Nachweislokalisation 
beschrieben (LOMBARD et al. 2006, PILLARS et al. 2009, SMITH et al. 2011a). Aus 
Gründen des Arbeitsschutzes wurde in dieser Studie eine Beprobung dieses 
Bereiches unterlassen.  
Alle an der Studie teilnehmenden Betriebe sind Milchviehherden mit Laufstallhaltung. 
Viele Tiere des Bestandes halten sich täglich auf einem begrenzten 
Bewegungsradius auf. In Mutterkuhhaltungen mit weitläufigen und wechselnden 
Weideflächen und für Betriebe mit Anbindehaltung ist die Methode bisher nicht 
validiert. In diesen Haltungsformen müssten andere Lokalisationen beprobt werden. 
Die Studie wurde an Herden in Thüringen durchgeführt. Die durchschnittliche 
Herdengröße aller Rinder über 24 Monate pro Bestand betrug 
253 Tiere (Minimum: 40 Tiere, Maximum: 538 Tiere). Die Methode der 
Umgebungskotprobenuntersuchung ist sinnvoll ab dieser Herdengröße und einer 
mittleren Einzeltierprävalenz von 4,5 %. 
Ein Ergebnis der kulturellen Untersuchung der Umgebungskotproben kann nach 
12 Wochen erwartet werden. Dieser Zeitraum relativiert sich bei der langen 
Inkubationszeit der Erkrankung und eines nur langsam fortschreitenden 
Krankheitsverlaufs. 
In Deutschland werden gegenwärtig Untersuchungskosten von 18 € bis 30 € 
(DONAT et al. 2012) pro kulturelle Untersuchung berechnet. Umgebungskotproben 
an fünf Lokalisationen pro Betrieb sind ausreichend eine Aussage bezüglich des 
Paratuberkulose–Infektionsstatus zu treffen. Es errechnen sich daraus Laborkosten 
von 90 € bis 150 € je Bestand. 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass ein Nachweis von MAP in 
Umgebungskotproben einer Einzeltierprävalenz von über 4,5 % entspricht. Bestände 
mit einer Einzeltierprävalenz unter 4,5 % waren durch die angewandte 
Diagnosemethode in dieser Untersuchung nicht zu erfassen. Die Untersuchung von 
Umgebungskotproben eines Betriebes stellt eine zuverlässige, praktikable und 
finanzielle überschaubare Screnning–Methode dar, um eine Aussage zur 
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Anwesenheit des Paratuberkulose–Erregers im Betrieb zu treffen. 
Umgebungskotproben können die kulturelle Untersuchung aller Einzeltiere nicht 
ersetzen. Rinderhalter können jedoch prüfen, ob eine erhebliche 
Paratuberkuloseerkrankung in ihrem Bestand vorliegt und dadurch erleichtert zum 
Einstieg in ein Paratuberkulosesanierungsprogramm einwilligen. 
Umgebungskotproben mit positivem MAP–Nachweis müssen zu einer 
Einzeltierkotuntersuchung und nachfolgender Selektion führen. Ein negatives 
Ergebnis der Umgebungskotproben sollte regelmäßig (beispielsweise jährlich) 
bestätigt werden. Umgebungskotproben könnten alternierend zu kulturellen 
Einzeltierkotproben des Bestandes durchgeführt werden. 
Die Leitlinien für den Umgang mit der Paratuberkulose in Wiederkäuerbeständen 
(BMELV 2005) enthalten strikte Hygienemaßnahmen. Die Empfehlungen stellen 
hohe, zum Teil praktisch nicht durchführbare, mit hohen Kosten für den Betrieb 
verbundene Ansprüche. Auch die Amtliche Methodensammlung zur 
Paratuberkulosediagnostik (FLI 2010) verlangt einen hohen finanziellen Aufwand. 
Aus den bisher sehr hohen Ansprüchen an die Erfüllung der Leitlinien ergibt sich 
möglicherweise eine geringe Beteiligung. An Hand der vorliegenden Studie wird die 
Aufnahme der Untersuchung von Umgebungskotproben in die Leitlinien empfohlen, 
um die Beteiligung der rinderhaltenden Betriebe zu erhöhen. 
Des Weiteren können Landwirte Umgebungskotproben nutzen, um das 
Hygieneregime bezüglich MAP zu überprüfen. 
 
5.2 Kalkulation einer Stichprobe 
Auf Grundlage des erhobenen vollständigen Datenmaterials der 20 involvierten 
Bestände wurde die Aussagekraft der Methode einer stichprobenartigen 
Einzeltierkotprobenuntersuchung zur Evaluierung des Paratuberkulose–Status 
überprüft. In der vorliegenden Untersuchung wurde die Stichprobenuntersuchung 
nachträglich simuliert.  
Aus der Gesamtpopulation von 5063 Tieren wären in einer Stichprobenuntersuchung 
1458 Tiere analysiert worden. Der labormedizinische Aufwand verringert sich 
gegenüber der kulturellen Einzeltierkotprobenuntersuchung des gesamten 
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Bestandes um das 3,5fache. Die kalkulierte Stichprobengröße befand sich zwischen 
40 und 80 Tieren pro Betrieb bei einer Betriebsgröße von 40 bis 538 Rindern über 
einem Alter von 24 Monaten. Bei einer angenommenen Untersuchungsgebühr von 
19,87 € je kulturell untersuchter Kotprobe (DONAT et al. 2012) belaufen sich die 
Kosten für eine stichprobenhafte Einzeltierkotprobenuntersuchung je nach 
Bestandsgröße auf 795 € bis 1590 €. Bei der kulturellen 
Einzeltierkotprobenuntersuchung des gesamten Bestandes sind mit Kosten in Höhe 
von 795 € bis 10511 € zu rechnen.  
RAIZMAN et al. (2011a) nutzt die stichprobenbasierte kulturelle Untersuchung, 
untersucht allerdings gepoolt zu fünf Einzeltieren. Die Autoren arbeiten mit einer 
Stichprobengröße von 100 Tieren in Herden mit einer mittleren Größe von 222 
Tieren (Minimum:44 Tiere, Maximum: 1500 Tiere). 
Mit Hilfe des auf der Stichprobe beruhenden Untersuchungsansatzes wurden 
15 der 16 MAP–positiven Herden detektiert. Lediglich eine Herde mit einer 
Einzeltierprävalenz von 0,5 % war bei dieser Betrachtung falsch–negativ. Das 
resultiert daraus, dass in dieser Herde nur ein Tier MAP–positiv war und dieses nicht 
in die Stichprobe inkludiert war. 
Die kalkulierte Stichprobe nach CAMERON und BALDOCK (1998) eignet sich nur 
um das Vorhandensein eines Erregers in der Herde nachzuweisen. Um eine korrekte 
Prävalenzschätzung auf Basis einer untersuchten Stichprobe durchzuführen, bedarf 
es einer größeren Stichprobenmenge. Betriebe C und L haben eine vergleichbare 
Einzeltierprävalenz (Tabelle 10). Die kalkulierte Stichprobenmenge unterscheidet 
sich trotz circa doppelter Tieranzahl in Betrieb L kaum von der Stichprobenmenge 
des Betriebes C. In Betrieb L wurden bei einem Stichprobenumfang von 80 Tieren 
sieben MAP–positive Befunde ermittelt; in Betrieb C hingegen war nur eine MAP–
positive Stichprobe bei 74 betrachteten Tieren detektierbar. Trotzdem wurden beide 
Herden richtig als MAP–positiv erkannt. 
Die Untersuchung einer Stichprobe weißt in der vorliegenden Untersuchung eine 
bessere Detektionsrate, als die Entnahme und Diagnostik von Umgebungskotproben, 
auf. Bei RAIZMAN et al. (2004) war eine Umgebungskotprobe positiv obwohl die 
zugehörige Stichprobe zu einer MAP–negativen Einstufung geführt hatte. Durch die 
im Vergleich zur Beprobung des Bestandes mit Umgebungskotproben größere 
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Probenzahl entsteht ein mehr als 10fach höherer Aufwand, der zugleich 
entsprechend höhere Kosten verursacht. Es ist folglich abzuwägen, ob für die 
gewünschte Aussage dieser Mehraufwand der stichprobenbasierten Untersuchung 
getragen werden soll oder ob die Genauigkeit der Untersuchung von 
Umgebungskotproben eine ausreichende Aussagefähigkeit besitzt.  
Eine stichprobenhafte kulturelle Untersuchung bei Beständen mit einer Tierzahl unter 
55 Tieren ist nicht geeignet, da bei geringer Bestandsgröße (siehe Bestand M, 
Tabelle 10) die kalkulierte Stichprobengröße der Tierzahl aller Einzeltiere entspricht. 
Sofern die Größe der Stichprobe entsprechend den Testeigenschaften und der 
geforderten Mindestsicherheitswahrscheinlichkeit kalkuliert wurde, ist eine 
stichprobenartige kulturelle Untersuchung von Einzeltieren eine sichere, praktikable 
und kostensparende Methode um das Vorhandensein des Erregers MAP in einer 
Herde nachzuweisen. 
 
5.3 Milchserologie nach Anreicherung 
ELISA–Untersuchungen von Tankmilch oder Einzelmilch überzeugen in der Literatur 
nicht durch zuverlässige Sensitivitäten und Spezifitäten (GEUE et al. 2007, SORGE 
et al. 2011). In dieser Studie wurde vor der Messung der Antikörper im ELISA eine 
Aufbereitung durchgeführt, um eine verbesserte Nachweisbarkeit der Antikörper zu 
erzielen. Um der Methode eine praktische Anwendung zu ermöglichen, wurden die 
Milchproben der laktierenden Rinder gepoolt zu 25 und zu 50 Tieren. Der Testkit 
Cattletype Milk Prep der Fa. LDL ist bereits in der BHV1–Diagnostik erprobt worden 
(GAUNITZ et al. 2010). 
Die serologische Untersuchung einer Blutprobe und analog dazu auch einer 
Milchprobe kostet nach Kalkulation von DONAT et al. (2012) 4,82 €. Bei der 
Untersuchung einer Stichprobe von 30 Tieren, so wie das im freiwilligen Programm 
zur Feststellung des MAP–Herdenstatus in Minnesota, USA, vorgesehen war 
(WELLS et al. 2002), entstehen Kosten von circa 150 €. Der Stichprobenumfang von 
30 Tieren ist allerdings für einen durchschnittlichen ostdeutschen Betrieb mit 
Herdengröße von über 300 laktierenden Rindern nicht ausreichend, um eine 
repräsentative Aussage zum Infektionsstatus des Bestandes zu treffen und für 
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Herden mit geringer Einzeltierprävalenz nicht geeignet (WELLS et al. 2002). Bei 
Herdengrößen von 26 bis 454 laktierenden Kühen (Tabelle 2) in der vorliegenden 
Studie wären bei Einzeltiermilchprobenuntersuchungen Kosten in Höhe von 125 € 
bis 2100 € entstanden, bei gepoolten Milchproben zu 25 Tieren entsprechend 8 € bis 
90 € je Untersuchung.  
Gegenwärtige serologische Testsysteme gewährleisten nur Sensitivitäten von 22,6 % 
bis 77,4 % (MCKENNA et al. 2005) beziehungsweise 23,3 % bis 32,2 % (DONAT et 
al. 2012). In der vorliegenden Untersuchung kamen zwei ELISA–Testkits zum 
Einsatz, zum einem der zum Aufbereitungskit gehörende Cattletype MAP Ab (Fa. 
LDL) und zum anderen der Testkit ID Screen Paratuberculosis Indirect (Fa. IDVet), 
der eine bessere Sensitivität aufweist (KÖHLER et al. 2008a). 
Im ELISA der Fa. IDVet zeigten nahezu alle Milchprobenpools bei einem CutOff von 
35 % (verdächtig) beziehungsweise 45 % (positiv) einen Nachweis von Antikörpern 
gegen MAP (Tabelle 20). Die in der Studie als Paratuberkulose–negativ geführten 
Betriebe zeigten Ergebnisse mit stark positiven Werten. Die S/P–Werte im ELISA 
ließen sich nicht von S/P–Werten aus Betrieben mit klinischen Paratuberkulosefällen 
unterscheiden. Eine Anpassung der CutOff–Werte konnte die Ergebnisse nicht 
korrigieren. Die Auswertung des ELISAs der Fa. LDL ergab ähnliche Probleme. Auch 
hier waren die Ergebnisse der negativen Referenzbetriebe nicht von Betrieben mit 
klinischen Paratuberkulosefällen zu unterscheiden. 
Gepoolte und mit dem Aufkonzentrierungskit Cattletype Milk Prep (LDL) aufbereitete 
Milchproben erlaubten in beiden ELISAs keine verlässliche Aussage zum 
Prävalenzstatus der Herde. Im Gegensatz dazu zeigte diese Aufbereitungsmethode 
bei der Untersuchung von BHV1–Proben aus geimpften Betrieben gute Ergebnisse. 
Alle Milchpools aus BHV1–freien Herden wurden negativ auf BHV1–gE–Antikörper 
getestet (HORNER 2012). 
Auffällig bei der vorliegenden Untersuchung waren die stark erhöhten 
Testergebnisse in den negativen Referenzbetrieben. Dafür kommen mehrere Gründe 
in Betracht: Eventuell vorhandene atypische Mycobakterien könnten die Reaktion 
stören. Bei der makroskopischen Untersuchung der Kulturen waren jedoch keine 
beziehungsweise nur sehr wenige atypische Mycobakterien sichtbar. Ebenso 
könnten bakterielle Sekundärkontaminationen ein falsch–positives Ergebnis 
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hervorrufen. Bestand K beispielsweise zeigte sehr wenige Kontaminationen und 
keine atypischen Mycobakterien und war im ELISA beider Testkits stark positiv auf 
das Vorhandensein von Antikörpern gegen MAP. Nach DONAT et al. (2012) sind die 
Spezifitäten der zur Verfügung stehenden Testsysteme von 96,8 % bis 98,6 % nur 
suboptimal. Eine nicht 100 %ige Spezifität des Testsystems führt zu falsch positiven 
Ergebnissen. Möglicherweise verursachten die in der vorliegenden Studie 
verwendeten aufkonzentrierten Proben eine Aufpotenzierung der unspezifischen 
serologischen Reaktionen. Eventuell sind die Tests noch nicht optimal auf den 
Erreger MAP abgestimmt. Möglicherweise befindet sich im Aufbereitungskit ein 
Inhaltsstoff (ein Protein oder ähnliches), der „falsch“ an MAP gebunden wird und 
somit zu falsch–positiven Ergebnissen führt. Diese Annahmen sind Spekulation und 
bedürfen weiterer Untersuchungen. 
Es konnte keine signifikante Beziehung zwischen Einzeltierprävalenz und ELISA–
Ergebnissen der zu 25 oder zu 50 Tieren gepoolten Milchproben festgestellt werden 
(Tabelle 19). Auf weiterführende Vergleiche untereinander, beziehungsweise mit den 
Umgebungskotprobenergebnissen und den Befunden der Stichprobenuntersuchung 
wurde verzichtet. 
Auf Grund der vorliegenden Ergebnisse ist die Anwendung der in der Studie 
verwendeten serologischen Methode in der Routinediagnostik der Paratuberkulose, 
so wie es für die BHV1–Diagnostik geplant ist (persönliche Mitteilung, Martin Beer, 
Jena, 10. März 2012), gegenwärtig nicht zu empfehlen. 
 
5.4 Schlussfolgerung 
In Tabelle 20 sind alle Ergebnisse der Studie getrennt nach Betrieben 
gegenübergestellt. Betriebe mit negativen Einzeltierproben zeigten positive ELISA–
Befunde, nicht jedoch einen positiven Nachweis von MAP in den 
Umgebungskotproben oder Stichproben. 
Die kulturelle Untersuchung im Frühjahr entnommener Umgebungskotproben im 
Abkalbebereich, Melkbereich einschließlich Vorwartehof, Haupttriebweg, Laufbereich 
und Übergangsbereich zu den Kälbern je Bestand detektiert Betriebe mit einer 
Einzeltierprävalenz über 4,5 % zu 90 %. Mit Hilfe dieser Methode lassen sich somit 
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Herden mit einer Prävalenz von 4,5 % mit hinreichender Sicherheit auffinden. Für 
eine Überwachung unverdächtiger Herden ist die Sensitivität dieses 
Untersuchungsansatzes jedoch zu gering. 
Auf Grund starker Kontamination durch Fremdflora ist die Untersuchung von 
Umgebungskotproben im Sommer nicht zu empfehlen. 
Die retrospektiven Untersuchungen einer entsprechend den Testeigenschaften und 
der geforderten Mindestsicherheitswahrscheinlichkeit kalkulierten systematischen 
Stichprobe nach CAMERON und BALDOCK (1998) zeigt eine bessere 
Detektionsrate als die Untersuchung von Umgebungskotproben. 93,7 % der Herden 
wurden mittels Stichprobenuntersuchung detektiert, lediglich ein Bestand mit nur 
einem Ausscheider wurde nicht als MAP–positiv identifiziert. Damit zeigte dieser 
Untersuchungsansatz eine ausreichend hohe Sensitivität, um bei der Überwachung 
größerer unverdächtiger Herden eingesetzt werden zu können. 
Keine der bei der kulturellen Einzeltierkotprobenuntersuchung als MAP–negativ 
klassifizierten Herden zeigte MAP–positive Umgebungskotprobenbefunde oder 
MAP–positive Stichprobenergebnisse. Daraus leitet sich eine hohe Spezifität der 
beiden Untersuchungsansätze ab. 
Die Ergebnisse der serologischen Untersuchung der aufbereiteten Milchpools wichen 
stark von den ermittelten Einzeltierprävalenzen ab. Zunächst zu 25 und zu 50 Tieren 
gepoolte Milchproben erzielten nach Aufkonzentrierung und serologischer 
Aufbereitung durch zwei verschiedene ELISA–Testsysteme keine nutzbaren 
Ergebnisse. Paratuberkulose–negative Herden erreichten in den Untersuchungen 
der Milchpools Werte mit stark positiver Antikörperreaktion. Ein Einsatz dieser 
Methodik zur Bewertung von Beständen zur Ermittlung des MAP–Infektionsstatus ist 
gegenwärtig nicht zu empfehlen. 
Für die Überwachung größerer anerkannt unverdächtiger Bestände ist somit ein 
wechselnder Einsatz von Einzeltierkotproben aller Rinder über 24 Monaten und einer 
aussagekräftigen systematischer Stichprobenuntersuchung möglich und trägt damit 
zur Erleichterung der derzeit noch zeit– und kostenintensiven Paratuberkulose–
Diagnostik bei. Die Untersuchung von Umgebungskotproben ist geeignet, sich einen 
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Schlüsselwörter: Paratuberkulose, Umgebungskotproben, Kotkultur, Stichproben 
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, Screening–Methoden zu prüfen, um auf 
einfache, kostensparende Weise und mit ausreichender statistischer Sicherheit 
festzustellen, ob der Erreger der Paratuberkulose (Mycobacterium avium ssp. 
paratuberculosis) in einer Herde vorhanden ist oder nicht. Dazu wurden zwei auf 
dem kulturellen Erregernachweis beruhende Verfahren, die Untersuchung 
individueller Kotproben auf der Basis von Stichproben und die Untersuchung von 
Umgebungskotproben, einem serologischen Untersuchungsansatz, dem Nachweis 
von MAP–Antikörpern nach Aufkonzentrierung in gepoolten Einzelmilchproben, 
gegenübergestellt. Als Referenzmethode diente die kulturelle Einzeltieruntersuchung 
aller über 24 Monate alten Tiere des jeweiligen Bestandes. 
In 20 Thüringer Milchviehherden mit bekannter Einzeltierprävalenz wurden 
5063 Einzeltierkotproben, 200 Umgebungskotproben und 262 aufkonzentrierte 
Milchpools aus 4337 laktierenden Rindern untersucht. Zusätzlich wurde eine 
systematische retrospektive Stichprobenkalkulation (nStichprobe = 1458 
Einzeltierkotproben) vorgenommen. Die Kultivierung der Einzeltierkotproben und der 
Umgebungskotproben erfolgte über 12 Wochen auf HEYM–Nährmedium mit 
anschließender Speziesidentifizierung durch PCR und Ziehl–Neelsen–Färbung. Die 
Umgebungskotproben wurden zu zwei Untersuchungszeitpunkten (Frühjahr und 
Sommer) an jeweils fünf Lokalisationen eines Betriebes entnommen: 
Abkalbebereich, Melkbereich einschließlich Vorwartehof, Laufbereich, 
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Haupttriebweg, Übergang zum Kälberbereich. Die Untersuchung der Milchpools 
erfolgte nach vorheriger Aufkonzentrierung mittels zweier verschiedener ELISAs. 
Im Frühjahr entnommene Umgebungskotproben aus 16 MAP–positiven Betrieben 
detektierten das Vorhandensein des Erregers in neun Betrieben (56,3 %). Betriebe 
mit einer Einzeltierprävalenz von über 4,5 % wurden in neun von zehn Fällen (90 %) 
sicher erkannt. Im Sommer entnommene Umgebungskotproben fielen durch eine 
sehr starke Kontamination auf. Von den 16 MAP–positiven Beständen wurden 
15 Herden (93,7 %) mittels Stichprobenuntersuchung als Bestand mit 
Paratuberkulosevorkommen identifiziert, wobei lediglich ein Bestand mit einer 
Einzeltierprävalenz von 0,49 % nicht detektiert wurde. Die serologische 
Untersuchung der Milchpools lieferte keine verwendbaren Ergebnisse. 
Mit Hilfe der Untersuchung von Umgebungskotproben lassen sich Herden mit einer 
durch kulturelle Untersuchung ermittelten Einzeltierprävalenz von 4,5 % und darüber 
mit hinreichender Sicherheit auffinden. Bei der Bewertung dieses Schwellenwertes 
ist zu beachten, dass bei Verwendung von nur einem Kulturröhrchen je Kotprobe von 
einer Sensitivität der Methode von 60 % im Vergleich zur Verwendung von drei 
Kulturröhrchen auszugehen ist. Für eine Überwachung unverdächtiger Herden ist die 
Sensitivität dieses Untersuchungsansatzes jedoch zu gering. Die individuelle 
kulturelle Untersuchung einer Stichprobe zeigte eine ausreichend hohe Sensitivität, 
um bei der Überwachung größerer unverdächtiger Herden eingesetzt werden zu 
können.  
Ein Einsatz serologischer Milchuntersuchung ist zur Bewertung von Beständen zur 
Ermittlung des MAP–Infektionsstatus gegenwärtig nicht zu empfehlen. Für die 
Überwachung größerer, als Paratuberkulose–unverdächtig anerkannter Bestände ist 
somit ein wechselnder Einsatz von Einzeltierkotproben aller Rinder über 24 Monaten 
und einer aussagekräftigen systematischer Stichprobenuntersuchung möglich und 
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(86 pages, 22 tables, eight figures, two formulas, 164 references, two pages 
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samples 
The study focuses on three diagnostic tests which determine Mycobacterium avium 
ssp. paratuberculosis (MAP) in order to identify a highly reliable disease control 
which is at the same time cost–effective and labor–efficient. Two methods involved 
the collection and culturing of samples (random fecal and environmental) for MAP. A 
third was based on the detection of antibody response to MAP in milk. For 
comparison individual animal fecal tests of all cattle older than 24 months of the 
same animal population was carried out. 
A total of 5063 fecal samples, 200 environmental samples and 262 samples banks of 
4337 individual milk samples of 20 Thuringian (Germany) herds were collected and 
analyzed. Furthermore a random fecal examination (n = 1458 fecal samples) were 
carried out. After twelve weeks cultivation on HEYM–medium positive samples were 
further characterized by PCR and Ziehl–Neelsen stain. The collection of 
environmental samples took place twice (spring and summer) each at five designated 
areas per farm: calving area, milking area, floor of lactating cows, main crossover 
area and the crossover to the calf area. Two different ELISAs were used to test milk 
samples. 
In spring 9 out of 16 MAP–positive farms were detected by environmental cultures 
(56.3 %). Herds with prevalence above 4.5 % were identified in 9 out of 10 cases 
(90 %). In contrast to that samples taken in summer showed a strong contamination. 
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The random fecal samples identified 15 out of the 16 MAP–positive herds (93.7 %). 
Whereas the ratios of the number of occurrences in the one herd not detected gained 
0.49 %. The ELISA tests did not show any reliable data. 
Tests based on environmental samples lack sensitivity and can only be applied to 
herds with prevalence of 4.5 % or above. Random fecal samples are therefore 
necessary here as well as in huge herds. Keep in mind, samples just above or just 
below the cut–off point might show the opposite result when retested. Sensitivity is 
60 % on single bovine fecal sample compared to a cultivation of one fecal sample in 
three separate tubes as recommend. 
The use of ELISA cannot be recommended at present. In conclusion it can be said 
that in order to be less costly and less time–consuming vast herds with no previous 
evidence of Johne’s disease can only be screened by a combination of random fecal 
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Tabelle 21: Befunde der Umgebungskotproben, getrennt nach Frühjahr und Sommer, Lokalisation und Betrieben 
 Abkalbebereich Melkbereich/ Vorwartehof Haupttriebweg Laufbereich 
Übergang zu 
den Kälbern 




















































































































































































































































































































































































– n. a. n. a. – – n. d. n. a. n. a. – n. d. – – – n. a. n. a. – – n. d. n. a. n. a. 
B 
– n. d. n. a. – n. a. n. a. n. a. n. a. – n. d. – n. a. – n. a. n. a. – n. a. n. a. n. a. – 
C 
– – n. a. n. a. – n. d. – – – n. d. n. a. – – n. d. n. a. – n. a. n. a. n. a. – 
D 
– n. d. – – – + n. a. n. a. – n. d. – – – n. a. n. a. – – n. d. – – 
E 
– n. d. n. a. – + n. d. n. a. n. a. – n. d. n. a. – – n. d. n. a. – ++ n. d. n. a. – 
F 
– – + + – n. d. n. a. – + n. d. n. a. – + n. d. n. a. – – n. a. n. a. n. a. 
G 
– n. d. n. a. n. a. – n. d. n. a. n. a. – – n. a. – – n. d. n. a. – – n. a. n. a. – 
H 
– n. d. – – – – n. a. n. a. – n. d. n. a. – – n. a. n. a. – – n. d. – – 
I 
– – – n. a. + n. d. n. a. – ++++ n. d. n. a. – + n. d. n. a. – – n. d. n. a. – 
J 
– n. d. n. a. – + n. d. – – – n. d. – – – n. d. n. a. – – n. d. n. a. – 
K 
– n. d. – – – n. d. n. a. – – n. d. – – – n. d. – – – n. d. – – 
L n. a. n. a. – – – n. d. – + ++ n. d. n. a. n. a. – n. d. n. a. – + n. d. – – 
M 
– n. d. – – – n. d. n. a. – – n. d. n. a. n. a. – – n. a. – – n. a. n. a. n. a. 
N 
– n. d. – n. a. n. a. n. a. n. a. n. a. n. a. n. a. n. a. n. a. – n. a. – – – n. d. n. a. n. a. 
O 
– n. d. n. a. – – – n. a. – – n. d. n. a. – – n. a. n. a. n. a. n. a. – n. a. – 
P 
– n. d. n. a. – – n. d. n. a. – – n. d. n. a. – – n. d. n. a. n. a. – n. a. n. a. n. a. 
Q 
– – n. a. n. a. – – – – – n. d. n. a. n. a. – n. d. – – – – n. a. n. a. 
R 
– n. d. – n. a. – n. a. n. a. n. a. ++ n. d. n. a. – – n. a. n. a. – – n. a. – n. a. 
S 
– – – n. a. ++++ n. d. + n. a. ++++ n. d. ++ – +++ n. d. +++ n. a. – n. d. – n. a. 
T 
– – n. a. – + n. d. – ++ + n. d. – n. a. + n. d. +++ ++ – n. a. – – 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n. d. = keine Untersuchung durchgeführt, +/++/+++/++++ = Anzahl der Kreuze beschreibt Quantität positiver 
MAP–Nachweise   
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Tabelle 22: Vergleich Untersuchungsansatz mit einem Kulturröhrchen zu Untersuchungsansatz mit drei Kulturröhrchen pro 
Einzeltierkotprobe, getrennt nach Betrieben 






























1 bis 3 
[n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] [n] [%] 
A 224 208 92,9 203 90,6 201 89,7 221 98,7 16 7,1 21 9,4 23 10,3 3 1,3 0 0 0 0 0 0 0 0 
B 297 268 90,2 269 90,6 276 92,9 288 97 22 7,4 22 7,4 17 5,7 0 0 7 2,4 6 2 4 1,3 9 3,0 
C 236 223 94,5 216 91,5 219 92,8 225 95,3 8 3,4 13 5,5 14 5,9 1 0,4 5 2,1 7 3 3 1,3 10 4,2 
D 255 241 94,5 237 92,9 230 90,2 239 93,7 9 3,5 12 4,7 19 7,5 7 2,7 5 2 6 2,4 6 2,4 9 3,5 
E 182 173 95,1 170 93,4 171 94 169 92,9 2 1,1 3 1,6 1 0,5 0 0 7 3,8 9 4,9 10 5,5 13 7,1 
F 168 160 95,2 161 95,8 161 95,8 154 91,7 1 0,6 0 0 0 0 0 0 7 4,2 7 4,2 7 4,2 14 8,3 
G 150 144 96 142 94,7 141 94 141 94 2 1,3 2 1,3 2 1,3 0 0 4 2,7 6 4 7 4,7 9 6,0 
H 198 193 97,5 191 96,5 188 94,9 191 96,5 1 0,5 2 1 5 2,5 0 0 4 2 5 2,5 5 2,5 7 3,5 
I 318 304 95,6 302 95 302 95 303 95,3 4 1,3 7 2,2 8 2,5 0 0 10 3,1 9 2,8 8 2,5 15 4,7 
J 465 440 94,6 433 93,1 438 94,2 430 92,5 5 1,1 10 2,2 10 2,2 3 0,6 20 4,3 22 4,7 17 3,7 32 6,9 
K 211 211 100 211 100 211 100 211 100 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
L 529 515 97,4 516 97,5 507 95,8 512 96,8 4 0,8 6 1,1 16 3 0 0 10 1,9 7 1,3 6 1,1 17 3,2 
M 40 40 100 38 95 37 92,5 39 97,5 0 0 2 5 2 5 0 0 0 0 0 0 1 2,5 1 2,5 
N 378 353 93,4 350 92,6 356 94,2 364 96,3 17 4,5 19 5 14 3,7 0 0 8 2,1 9 2,4 8 2,1 14 3,7 
O 204 204 100 203 99,5 202 99 203 99,5 0 0 1 0,5 1 0,5 0 0 0 0 0 0 1 0,5 1 0,5 
P 253 252 99,6 250 98,8 252 99,6 253 100 1 0,4 3 1,2 1 0,4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Q 417 414 99,3 415 99,5 414 99,3 416 99,8 3 0,7 2 ,5 3 0,7 1 0,20 0 0 0 0 0 0 0 0 
R 195 145 74,4 131 67,2 146 74,9 129 66,2 12 6,2 17 8,7 12 6,2 0 0 38 19,5 47 24,1 37 19 66 33,8 
S 110 57 51,8 62 56,4 70 63,6 59 53,5 33 30 28 25,5 27 24,5 20 18,2 20 18,2 20 18,2 13 11,8 31 28,2 
T 185 163 88,1 158 85,4 170 91,9 163 88,1 3 1,6 9 4,9 2 1,1 0 0 19 10,3 18 9,7 13 7 22 11,9 
SUMME 5015 4708  4658  4692  4710  143  179  177  35  164  178  146  270  
MITTEL
–WERT   92,5  91,3  92,2  92,3  3,6  4,4  4,2  1,2  3,9  4,3  3,6  6,6 
+ = positiv, – = negativ, n. a. = nicht auswertbar, n = Anzahl 
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